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RIASSUNTO 
Parole chiave: asino, Amiata, riproduzione, libido, spermatozoi. 
 Lo scopo di questa Tesi è stato quello di valutare il comportamento al prelievo del 
seme, il volume testicolare, le caratteristiche seminali e la motilità spermatica dopo 
refrigerazione in quattro asini dell’Amiata. I prelievi del seme sono stati effettuati per 5 
giorni consecutivi e le serie di prelievi sono state ripetute nelle 4 stagioni dell’anno, per un 
totale di 75 eiaculati (un asino non ha potuto essere incluso in una delle stagioni). Il 
tempo ed il numero di salti necessari per il prelievo, così come il volume testicolare, sono 
stati influenzati significativamente dall’asino, ma non dal mese o dal giorno successivo di 
prelievo. Il volume dell’eiaculato, prima e dopo filtrazione, subiva una flessione 
significativa tra il Giorno 1 ed i Giorni 2 e 5 della serie successiva ed era inferiore in aprile 
rispetto agli altri mesi. Rispetto al Giorno 1, il numero totale di spermatozoi calava 
significativamente nei Giorni 3, 4 e 5, ed i Giorni 4 e 5 non differivano tra loro. Il pH e la 
percentuale di spermatozoi con membrana plasmatica integra, per contro, erano più 
elevati al Giorno 5. Motilità totale e progressiva e percentuale di spermatozoi rapidi, così 
come la morfologia spermatica, erano influenzate dall’asino, ma non dal giorno successivo 
o dal mese del prelievo. Anche la perdita di motilità dopo 24, 48 e 72 ore di refrigerazione 
era, sempre, influenzata dall’asino, ma non dal giorno di prelievo. In conclusione gli asini 
dell’Amiata hanno mostrato di poter essere addestrati alla raccolta di seme su manichino e 
di accettare il prelievo per più giorni successivi ed in tutte le stagioni dell’anno senza 
particolari modificazioni della libido, producendo seme che, in ciascun singolo soggetto, 
mostrava caratteristiche di motilità e morfologia piuttosto costanti. Al contrario il numero 
totale di spermatozoi diminuiva col passare dei giorni, all’esaurirsi delle riserve extra-
gonadali. Questi dati devono essere interpretati in vista dell’utilizzo degli asini dell’Amiata 
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 The aim of this Thesis was to evaluate behaviour at semen collection, testicular 
volume, seminal characteristics and sperm motility after cooled preservation in four 
Amaita donkeys. Semen was collected during five consecutive days and series of 
collections were repeated in the four seasons, for a total of 75 ejaculates (one donkey 
could not be included in one of the seasons). Time and number of mounts needed for 
collection, as testicular volume, were significantly influenced by the donkey, but not by 
mounth or consecutive day of collection. Volume of the ejaculate, before and after 
filtration decreased significantly between Day 1 and Days 2 and 5 of the series of daily 
collections, and was lower in April compared to the other months. Compared to Day 1, 
total number of spermatozoa decreased significantly on Days 3, 4 and 5, and Days 4 and 
5 did not differ between them. PH and proportion of spermatozoa showing an intact 
plasma membrane, on the contrary, were higher on Day 5. Total and progressive motility 
and the proportion of rapid spermatozoa, as sperm morphology, were influenced by the 
donkey but not by the consecutive day or month of collection. Also the loss in motility 
after 24, 48 and 72 hours of cooled preservation was always influenced by the donkey but 
not by the day of collection. In conclusion, Amiata donkeys showed to be trainable for 
semen collection having them jumping on a dummy, and to accept this procedure for 
several days in a row without loss of libido, producing semen which, within individuals, 
kept constant motility and morphology characteristics. On the contrary, total number of 
spermatozoa decreased as extra-gonadal reserves were depleted. These data need to be 
interpreted in the light of the use of Amiata donkeys for artificial insemination. 
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Gli animali da reddito hanno svolto, nei secoli, un ruolo fondamentale 
nell’economia dei vari settori, fornendo energia sotto forma di lavoro, cibo, 
materiale per la tessitura e l’artigianato, fertilizzanti; ma con l’industrializzazione 
dell’agricoltura, avvenuta a partire dalla seconda metà del secolo scorso, la 
zootecnia ha privilegiato le razze e le specie più produttive, avviando lentamente 
le altre, prive di questa caratteristica, all’estinzione (Gandini et al., 2003). 
Gli asini sono stati tra le specie che hanno subito una notevole riduzione 
numerica. Alla fine del 1800 la loro presenza era comune ed indispensabile su 
tutto il territorio italiano; fu addirittura pubblicato un giornale intitolato “L’Asino” 
dal 1898 al 1900. 
Durante la Prima Guerra Mondiale l’asino fu determinante per il trasporto e 
il lavoro di traino (Parco Faunistico del Monte Amiata). Nel 1918 in Italia vi erano 
circa 950.000 capi asinini, di cui ben 60.000 in Toscana (Villa, 1998); il loro 
numero aumentò fino agli anni ’30, ma poi conobbe un lento declino (Parco 
Faunistico del Monte Amiata), calcolato del 40% circa fino al 1961 ed oltre ancora. 
Nel 1968 la consistenza era ancora stimata in 325.000 capi (Soldani, 1970), per 
scendere a circa 235.000 nel 1971 (Soldani, 1974), a 124.000 secondo l’ISTAT nel 
1981 (Baroncini, 1987), per precipitare poi a 51.000 alla fine del 1990 (Grafico 1) 
(Soldani, 1993). 
Di fronte a questa preoccupante situazione, il patrimonio genetico di razze e 
varietà ritenute minori, ma ognuna con particolari caratteristiche di fertilità, 
robustezza e resistenza alle malattie, deve essere preservato. La conservazione 
delle razze autoctone è importante sia da un punto di vista socio-economico – se 
si considera come l'allevamento di molte razze supporti le economie locali di aree 
marginali (Maijala et al., 1984) – che ecologico, dal momento che contribuisce ad 
una gestione più rispettosa degli habitat seminaturali (Ostermann, 1998), e 
culturale, per il mantenimento di tradizioni e usanze antiche. 
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 Grafico 1. Andamento demografico della popolazione asinina in Italia. 
 
Nel contesto della migliore gestione e conservazione del patrimonio 
genetico di queste razze e varietà minori, possono essere inserite le tecniche di 
riproduzione assistita. Nell’asino, sono stati effettuati studi su alcune di queste 
tecniche, quali l’inseminazione artificiale consanguineità (Trimeche et al., 1998; 
Álvarez et al., 2004; Vidament et al., 2005), il trasferimento embrionale (ET) 
(Vendramini et al., 1997; Panzani et al., 2005) ed il recupero di ovociti (Ovum Pick 
Up) seguito dalla loro maturazione e fecondazione in vitro (ICSI) (Cerchi et al., 
2006). Nella maggior parte dei casi, però, il trasferimento di tecniche utilizzate 
nella specie equina alla specie asinina non ha portato agli esiti sperati. 
La reale e concreta applicazione delle biotecnologie riproduttive 
permetterebbe di salvaguardare le popolazioni autoctone a rischio d’estinzione, 
apportando benefici, come la possibilità di conservare nel tempo i gameti e gli 
embrioni e, di conseguenza, la diversità genetica. 
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La rivista Science ha recentemente pubblicato uno studio sulle origini 
dell’asino (Beja-Pereira et al., 2004). Gli autori hanno prelevato dei campioni di 
cute e feci rispettivamente da asini domestici e selvatici, presenti in 52 paesi del 
mondo e individuato la sequenza di coppie di basi (479) di un tratto (regione di 
controllo) di DNA mitocondriale. 
I risultati delle analisi delle sequenze della regione di controllo del DNA 
mitocondriale degli asini selvatici asiatici (Equus hemiones e Equus kiang) e delle 
due sottospecie di asini selvatici africani, il Nubiano (Equus africanus africanus) ed 
il Somalo (Equus africanus somaliensis) hanno escluso che l’asino domestico possa 
originare dalle specie asiatiche. 
L’analisi filogenetica ha identificato, tra gli asini domestici, due gruppi 
altamente divergenti (Figura 1), che si sarebbero separati tra 300.000 e 900.000 
anni fa, precedendo ampiamente i reperti archeologici riguardanti la più antica 
addomesticazione conosciuta (circa 10.000 anni fa). Questi dati suggerirebbero 
due origini materne separate dell’asino domestico, a patire da due distinte 
popolazioni selvatiche. L’analisi dei campioni ottenuti dalle due sottospecie viventi 
di asini selvatici africani, infatti, ha rivelato una divergenza media, tra le sequenze 
di DNA mitocondriale, simile a quella riscontrata tra le sequenze di DNA delle due 
linee di asini domestici. 
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Figura 1. A_ Raggruppamento filogenetico degli asini domestici all’interno degli asini 
selvatici africani ed esclusione degli asini selvatici asiatici come progenitori. B_ Rete 
filogenetica unrooted degli asini domestici e selvatici rappresentante le due sottospecie 
africane. I numeri sopra e sotto le linee sono rispettivamente le bootstrap proportions e le 
Bayesian posterior probabilities. (da Beja-Pereira et al., 2004) 
 
Gli autori hanno, inoltre, ipotizzato che la domesticazione dell’asino sia 
avvenuta nell’Africa nord-orientale, coinvolgendo probabilmente la sola sottospecie 
Nubiana. 
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Questi risultati confermerebbero le teorie di molti autori che ritenevano 
probabile che l'asino fosse stato tenuto in cattività dagli antichi Egizi fin dal III 
millennio a.C. (Bokonyi, 1974; Clutton-Brock, 1987; Gautier, 1990). Le 
raffigurazioni di asini in domesticità sono molto significative: gli Egizi dipinsero 
asini fin dalla quinta dinastia (2500 a.C.); esiste addirittura un graffito risalente 
all’età della pietra, ritrovato sull’isola di Levanzo (Figura 2) (Baroncini, 1987), che 











Figura 2. Graffito di Levanzo, risalente all’età
della pietra (da Baroncini, 1987). 
 
La razza Amiatina affonda le proprie radici nell’epoca in cui gli Etruschi 
occupavano gran parte dell’Italia centrale; ci sono indiscusse testimonianze 
grafiche e su vasellame etrusco che confermano la discendenza di questo equide 
dai progenitori nordafricani (Grzimek, 1969). Fu utilizzato dall’uomo per i lavori più 
pesanti e come cavalcatura. 
Nel 1800, venne riconosciuto come popolazione omogenea e ricevette il 
nome di Asino dell’Amiata, perché il gruppo più cospicuo viveva sul massiccio 
montuoso dell’Amiata (A.I.A., 1994). Questa razza contava, nella sola comunità di 
Arcidosso, 992 capi nel 1908 ed 837 nel 1930 (Becchini, 1848; Tabet, 1936), 
quindi, considerando che alla fine dell'Ottocento i nuclei familiari di Arcidosso 
erano circa 1200, si suppone che una buona parte delle famiglie possedesse un 
asino. Da allora, però, fino agli anni ’80 questa razza incontrò la stessa sorte di 
tutta la specie. Il prof. Aldo Romagnoli ritiene che nel 1983 in Italia ci fossero 
appena tre stalloni amiatini e pochissime femmine (Romagnoli, 1983). 
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Asini dell'Amiatai i ll' i
 Grafico 2. Andamento demografico della popolazione di asini dell’Amiata. 
 
Nello stesso anno ebbe luogo un evento fondamentale per contrastare la 
tendenza che stava conducendo all’estinzione di questa razza: la Direzione del 
Parco Faunistico del Monte Amiata acquistò l’ultimo maschio presente sull’Amiata 
ed organizzò una stazione di monta gratuita; cercò, inoltre, di censire tutte le 
femmine presenti nel comprensorio. 
Già alcune stime fatte all’inizio degli anni ’90 parlano di una lenta ma 
significativa inversione di tendenza, rilevando circa 50 fattrici e 12 stalloni, di cui 
una decina di soggetti si trovavano sul Monte Amiata, 4 nel Parco Faunistico del 
Monte Amiata, altri piccoli nuclei presso aziende in Emilia, in Liguria e 
principalmente presso la tenuta di Cernaia (GR) dell’Istituto Incremento Ippico di 
Pisa (Parco Faunistico del Monte Amiata). 
Nel 1993 nacque a Grosseto l’associazione Allevatori Micci Amiatini (A.M.A.), 
con lo scopo di conservare il patrimonio genetico, valorizzare e diffondere 
nuovamente questa razza autoctona di asino. 
Prelievo e valutazione del seme nell’asino dell’Amiata............................................... ....pag. 10 
________________________________________________________________________________ 
Contemporaneamente fu costituito il Registro Anagrafico dell’Asino 
dell’Amiata dalla Associazione Provinciale Allevatori della provincia di Grosseto 
(Cecchi et al., 2006). 
Questo insieme di iniziative portò ad un incremento della popolazione, tanto 
che dagli 89 capi iscritti al Registro nel 1995, si passò a 465 nel 2000, distribuiti in 
un totale di 70 allevamenti (Grafico 2) (ARSIA). 
L’Associazione Europea di Produzione Animale (EAAP), che si propone di 
monitorare lo stato delle specie e razze agricole nelle nazioni europee mantenendo 
una Banca Dati Genetica e che nel 2002 descrisse una popolazione asinina 
composta da 32 stalloni adibiti alla monta naturale e circa 182 fattrici, con uno 
stato di consanguineità dello 0,46%  non ritiene la razza a rischio di estinzione 
(EAAP). 
Al contrario è stata inclusa tra le specie in pericolo dalla Commissione 
responsabile delle biodiversità del Parlamento Europeo (N.L. 215/90), dalla FAO 
(Sherf, 2000) e dal SAVE / Monitoring Institute for Rare Breed and Seed in Europe 
(2002). 
Nel 2005 il numero totale di Asini dell’Amiata vivi iscritti nel Registro 
Anagrafico era di 503 capi, 374 femmine e 129 maschi, con una consanguineità 
media pari a 0,29% (Cecchi et al., 2006). 
Se dobbiamo dar credito ai dati di questi ultimi tre o quattro anni, bisogna 
ammettere che la vitalità e la capacità di recupero di questa razza sono davvero 
significative e forse sorprendenti. 
L'importanza della conservazione della biodiversità e la necessità di 
mantenere il livello di variabilità delle razze autoctone sono divenute sempre più 
evidenti negli ultimi decenni. Sono tra gli obiettivi fondamentali sottolineati dalla 
convenzione di Rio de Janeiro (1992) e dal summit di Johannesburg (2002). 
L’obiettivo di tutela può essere perseguito salvaguardando non solo le singole 
specie o razze, ma anche individuandone il ruolo e le potenzialità da esprimersi nei 
vari habitat (Cherchi et al., 2006). 
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Secondo lo standard di razza riportato nel Registro delle popolazioni equine 
riconducibili a gruppi etnici locali dell’A.I.A., i caratteri tipici dell’Asino dell’Amiata 
sono: 
 Mantello: prevale il grigio sorcino crociato, detto così per la presenza 
di una riga mulina crociata all’altezza del garrese, detta “Croce di S. 
Andrea” (Figura 3). Sono presenti, inoltre, delle zebrature sugli arti, 
interessanti soprattutto le regioni di ginocchio, stinco e garretto 
(Figura 4). Le orecchie hanno un’orlatura scura (Figura 5); il muso e 






Figura 3. Croce di Sant’Andrea. 
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 Figura 4. Zebratura degli arti anteriori. 
 
 
 Figura 5. Orlatura scura delle orecchie. 
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 Conformazione: testa ben proporzionata, orecchie dritte e ben 
portate; collo forte e muscoloso; spalla tendenzialmente dritta e 
robusta; garrese appena pronunciato; linea dorso-lombare distesa, 
ma sostenuta; groppa spiovente; petto aperto; torace 
preferibilmente profondo; arti corti e solidi, con tendini asciutti; 
articolazioni larghe; andature regolari; appiombi corretti; piede 
robusto con unghia compatta (Figura 6). 
 Temperamento: nevrile. 
 Altre caratteristiche: sobrio, resistente, idoneo allo sfruttamento delle 
aree marginali. 
 Difetti che comportano l’esclusione dal Registro Anagrafico: gravi 
difetti agli appiombi. Eccessiva depressione della linea dorso-
lombare. 
I principali dati biometrici, misurati a 30 mesi, sono: 
 Altezza al garrese: che corrisponde alla distanza da terra del 
processo spinoso della quinta vertebra toracica, maschi 130-140 cm, 
femmine 125-135 cm. 
 Circonferenza del torace: presa nel punto di passaggio delle cinghie, 
maschi 150-165 cm, femmine 140-160 cm. 
 Circonferenza dello stinco: misurata tra il terzo medio e il terzo 
prossimale del metacarpeo principale dell’arto anteriore, maschi 17 
cm, femmine 16 cm. (A.I.A., 1994). 
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Figura 6. Stallone di asino dell’Amiata. 
 
Da questi dati e da quanto riportato in altri studi, in cui sono stati misurati 
anche altri parametri morfologici, lineari, perimetrali ed angolari, nonché 
proporzioni e indici, è stato evidenziato un forte dimorfismo sessuale, che si 
concretizzava con i maschi più alti e caratterizzati da una più imponente 
impalcatura scheletrica, con indici di ossatura e costituzione più marcati. Le 
femmine, invece, si mostravano più leggere, con una maggiore lunghezza della 
testa e con dimensioni superiori nei diametri trasversi del posteriore, il che 
lasciava pronosticare una buona attitudine alla carriera riproduttiva. 
Era emerso, inoltre, che, intorno a tre anni, si otteneva il pressoché 
completo sviluppo somatico, non essendosi evidenziata una decisa evoluzione dei 
singoli parametri morfologici negli animali di età superiore (Orlandi et al., 1997; 
Benedetti, 1997). 
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Casini et al. (2007), però, molto recentemente hanno condotto uno studio 
su più di 70 asini amiatini iscritti nel libro genealogico fornito dall’Associazione 
Allevatori della Provincia di Grosseto, rilevando nuovamente alcuni dei parametri 
morfologici che erano stati descritti negli studi precedenti, ed ha messo in luce 
come ci sia stata una marcata riduzione del dimorfismo sessuale rispetto a quanto 
indicato dallo standard. 
I maschi presentano, oggi, un’altezza ridotta rispetto al passato ed inferiore 
a quanto richiesto dallo standard (mediamente 126 cm), con un progressivo 
avvicinamento alla taglia delle femmine (mediamente 125 cm), pur mantenendo 
una struttura ossea maggiore rispetto a queste, come rivela la circonferenza dello 
stinco (in media 17 cm nei maschi e 16 cm nelle femmine). Le femmine, pur 
attestandosi verso i valori minimi, rientrano ancora nei limiti riportati dallo 
standard. 
Questi autori ipotizzano che la riduzione di taglia dei maschi possa essere 
imputabile alla scelta dei riproduttori effettuata in quest’ultimo decennio (Casini et 
al., 2007), scelta probabilmente influenzata dall’esiguo numero di stalloni presenti 
sul territorio. 
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Per valutare adeguatamente uno stallone, al fine di riconoscere le eventuali 
anomalie riproduttive, è necessario conoscere la normale anatomia di ogni organo 
dell’apparato genitale maschile (Amann, 1993a). 
Esistono differenze minime tra l’apparecchio genitale dello Stallone (molto 
più studiato) e quello dell’Asino, quindi prenderemo a modello il primo e 
segnaleremo le eventuali differenze (Barone, 1983). 
 
Invogli testicolari 
Gli invogli del testicolo proteggono e sostengono la gonade, le sue prime  
vie d’escrezione ed i suoi vasi. 
 
 
Lo scroto è l’invoglio 
più superficiale, è di natura 
cutanea ed è comune ad 
entrambi i testicoli, mentre 
tutti gli altri, più profondi, 
sono propri di ciascuna 
gonade e derivano dal 
processo inguinale del 
peritoneo. Negli Equidi lo 
scroto si trova in posizione 
sotto-inguinale; è voluminoso, relativamente poco distaccato, appena ristretto alla 
sua base e suddiviso da un distinto rafe mediano (Barone, 1983). La cute che lo 
costituisce, nello stallone è glabra ed ha una consistenza untuosa, dovuta al 
secreto delle sue numerosissime ghiandole sudoripare e sebacee, mentre 
nell’asino dell’Amiata, è ricoperta da una fitta peluria (Figura 7). 
Figura 7. Scroto di stallone di asino dell’Amiata.
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Il dartos, che è uno strato di cellule muscolari lisce miste a collagene 
disposto all’interno della pelle dello scroto ed inseparabile da esso, forma due 
sacchi distinti, che sul piano mediano si accollano a formare il setto dello scroto. 
Assicura la sospensione dei testicoli e dei loro invogli profondi, sui quali scivola con 
facilità, grazie alla tessitura della fascia spermatica interna. Esiste, però, 
un’aderenza a livello della coda dell’epididimo, che fissa lo scroto alla tonaca fibro-
sierosa, a sua volta solidarizzata con epididimo e testicolo, si tratta del legamento 
scrotale, vestigio del gubernaculum testis. Il dartos negli Equidi è relativamente 
robusto, invia netti prolungamenti nel prepuzio, sul perineo ed attorno alla regione 
inguinale (Barone, 1983). 
La fascia spermatica esterna è uno strato connettivale complesso che 
separa lo scroto dagli invogli profondi (cremastere e fascia spermatica interna); la 
sua struttura caratterizzata da lamelle di connettivo fibroso alternate a sottili strati 
di connettivo lasso, consente ampi spostamenti del testicolo sullo scroto, 
proteggendolo dalle compressioni e dagli urti (Barone, 1983). 
Il muscolo cremastere è costituito da fibre muscolari striate e la sua 
contrazione è volontaria e rapida. Nei Mammiferi domestici, che sono esorchidi 
(hanno i testicoli all’esterno del corpo), ad eccezione del Coniglio, questo muscolo 
non avvolge totalmente il testicolo, ma è incompleto; prende origine dorso-
caudalmente all’anello inguinale profondo, in vicinanza del muscolo obliquo interno 
dell’addome, di cui sembra essere una dipendenza. Con la sua contrazione, 
determina una brusca ascensione della gonade verso la regione inguinale. Negli 
Equidi è largo e ispessito; copre le facce laterale e caudale della fascia spermatica 
interna e, in minima parte, quella mediale; termina con piccoli fasci tendinei sulla 
faccia laterale del testicolo (Barone, 1983). 
La fascia spermatica interna è uno sdoppiamento fibroso del foglietto 
parietale della tonaca vaginale, da cui è indivisibile, e con esso prende il nome di 
“fibro-sierosa”. A livello dell’anello inguinale profondo è in continuità con la fascia 
trasversale; forma così un sacco, allungato ventro-caudalmente e, in un certo qual 
modo, peduncolato,  appeso all’anello inguinale profondo, il cui fondo accoglie 
testicolo ed epididimo. Negli Equidi è spessa e, ventro-caudalmente, è unita al 
dartos tramite un legamento scrotale ispessito e solido (Barone, 1983). 
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La tonaca vaginale è la sierosa del testicolo e del suo cordone; origina dal 
processo vaginale del peritoneo e, al contrario di quanto avviene nell’uomo, 
rimane in continuità con quest’ultimo, di conseguenza la cavità vaginale è in 
comunicazione con quella peritoneale attraverso il canale vaginale, che occupa lo 
spazio compreso tra anello inguinale superficiale e profondo. Come tutte le 
sierose, anch’essa è formata da due foglietti che delimitano la sua cavità, parietale 
e viscerale. La lamina parietale aderisce strettamente alla fascia spermatica 
interna e si unisce al peritoneo parietale formando l’anello vaginale, che non è 
altro che il rivestimento fibro-sieroso dell’anello inguinale profondo. La lamina 
viscerale riveste intimamente testicolo, epididimo e componenti del cordone 
spermatico quindi è considerata parte integrante di questi organi. 
Negli Equini la cavità vaginale è ampia ed il canale vaginale breve, non 
superando i 12 cm di altezza. L’anello vaginale è una fessura lunga 3-4 cm e la 
sua eccessiva larghezza, non rara in questa specie, favorisce l’insorgere di ernie 
inguinali. 
Il meso che unisce le due lamine della vaginale è il mesorchio, che si 
inserisce sulla fibro-sierosa lungo tutto il margine dorsale del testicolo e avvolge il 
cordone spermatico, che è composto dal dotto deferente e dal cono vascolare. 
Negli Equidi il cordone spermatico è relativamente corto, in media 12-13 
cm, ed appena obliquo in direzione dorso-craniale. Il cono vascolare è voluminoso 
e situato cranialmente; il suo margine caudale è accompagnato da un fascio di 
cellule  muscolari lisce, che si irradia fino al dotto deferente (Barone, 1983). 
Durante la castrazione di asini adulti, è raccomandata la legatura del 
funicolo spermatico con filo di sutura riassorbibile, perché, forse per un più 
abbondante apporto sanguigno al testicolo o per una maggior pressione arteriosa 
rispetto al cavallo, l’emostasi realizzata dal solo emasculatore non è sufficiente ad 
impedire il sanguinamento, al contrario di quanto avviene nel cavallo (Cox, 1987; 
Roueche, http://www.donkeyrescue.org/). 
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Testicoli e Vie Efferenti 
I testicoli sono le gonadi maschili; oltre alla funzione gametogena, svolgono 
anche una funzione endocrina, che influisce sulla maggior parte dei caratteri 
sessuali secondari e sull’attività riproduttiva. 
Ciascun testicolo è di forma ovoidale, leggermente compresso lateralmente 
e di consistenza compatta ed elastica; vi si distinguono due facce, due margini e 
due estremità (Figura 8). L’orientamento è proprio di ciascuna specie; negli Equidi 
l’asse maggiore è appena obliquo in direzione ventro-caudale, le facce sono una 
laterale e l’altra mediale, il margine libero è inferiore e quello epididimale, 
chiamato così perché costeggiato dall’epididimo, è superiore e riceve l’inserzione 
del mesorchio. L’estremità capitata è in continuità strutturale con la testa 
dell’epididimo e riceve l’inserzione del cono vascolare; negli Equidi è situata 
antero-superiormente; l’estremità caudata, al polo opposto, è contornata dalla 
coda dell’epididimo, alla quale è unita dal breve legamento proprio del testicolo 
(Barone, 1983). 
Il peso del testicolo di un asino adulto di circa 257-262 kg, oscilla tra i 112 
g, comprensivo di tonaca albuginea (ElWishy, 1974), ed i 196 g circa (Neves et al., 
2002), mentre quello di un cavallo adulto varia tra i 150 ed i 300 g. 
E’ noto che lo sviluppo anatomico e funzionale delle gonadi di stallone 
equino varia molto con la stagione; il valore massimo si ha in maggio, giugno e 
luglio (Berndtson, 1983; Johnson, 1988; Clay, 1987, 1988a, 1988b), mentre si 
assiste ad una regressione, fino al 25% del peso e al 40-50% della produzione di 
gameti, da settembre a febbraio (Amann, 1993). Nell’asino, però, non ci sono 
studi al riguardo. 
Le dimensioni testicolari medie emerse dai pochi studi condotti sull’asino 
(ElWishy, 1974; Gastal et al., 1997; Carluccio et al., 2004) sono le seguenti: da 
7.6 a 9.6 cm di lunghezza, da 4.6 a 6.8 cm di altezza e da 5.1 a 5.8 cm di 
larghezza, mentre le gonadi di un cavallo fertile, di quattro anni o più, misurano 
circa 8.5-11 cm di lunghezza, 5-6.5 cm di altezza e 4.5-6 cm di larghezza (Tabella 
1). 
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Tabella 1. Dimensioni medie dei testicoli di asino e di cavallo 
(ElWishy, 1974; Gastal et al., 1997; Blanchard et al., 2003; Carluccio et 
al., 2004). 
 
 Asino Cavallo 
Lunghezza (cm) 7.6-9.6 8.5-11 
Altezza (cm) 4.6-6.8 5-6.5 







Esternamente il testicolo è rivestito dalla tonaca albuginea, una membrana 
fibrosa ispessita e biancastra traforata da numerosi canalicoli in cui decorrono i 
vasi. Questa tonaca è costituita principalmente da fibre collagene, a cui si 
mescolano fibre elastiche, fibrociti e poche cellule muscolari lisce. Dalla faccia 
profonda dell’albuginea si dipartono dei setti, che dividono il tessuto testicolare in 
lobuli e convergono su un asse di connettivo ispessito al centro dell’organo, il 
mediastino testicolare. Questo è più ricco di fibre elastiche rispetto all’albuginea ed 
accoglie numerosi vasi ed una rete di condotti escretori anastomizzati tra loro, la 
rete testis (Barone, 1983). 
Il parenchima che costituisce i lobuli è formato dagli elementi costitutivi 
della gonade: i tubuli seminiferi ed il tessuto ghiandolare interstiziale. I tubuli sono 
costituiti da una porzione contorta, in cui vengono prodotti gli spermatozoi, ed una 
porzione retta, in connessione con la rete testis, che con essa costituisce l’inizio 
delle vie d’escrezione dello sperma. Dalla rete si dipartono i canalicoli efferenti, 
che, all’uscita dalla gonade, in corrispondenza dell’estremità capitata, vengono 
drenati da un collettore unico, il dotto dell’epididimo, che, con la sua struttura 
estremamente convoluta, costituisce l’epididimo (Barone, 1983).  
Il tessuto ghiandolare è costituito dalle cellule di Leydig, che secernono 
ormoni sessuali steroidei, tra cui il testosterone (Amann, 1993a). 
L’epididimo è formato da tre regioni anatomiche: testa, corpo e coda, ed è 
disposto lungo il margine dorsale del testicolo, negli Equidi. La testa è allargata, 
copre l’estremità capitata della gonade, in posizione craniale, alla quale è resa 
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solidale soprattutto dalla penetrazione dei canalicoli efferenti. Il corpo è stretto, 
appiattito e libero rispetto al testicolo e lo percorre lungo tutto il margine. La coda 
è meno larga della testa; è situata sull’estremità caudata e, pur non essendo in 
connessione strutturale con il testicolo, è fissata ad esso tramite il legamento 
proprio del testicolo e prende attacco sulla fascia spermatica interna con il 
legamento della coda dell’epididimo (Barone, 1983). 
Le funzioni principali di quest’organo sono quelle di maturazione 
spermatica, riassorbimento dei liquidi prodotti nel testicolo, stoccaggio e trasporto 
degli spermatozoi. 
In uno studio, il peso dell’epididimo di asini tra i 5 e gli 11 anni, di circa 257 
kg, era mediamente di 26 g, ed in particolare quello della coda dell’organo era, in 
media, di 10.5 g, mentre il peso dell’epididimo di stalloni di 5-7 anni, di circa 530 
kg, era in media di 33 g circa, 9.4 g dei quali erano della coda (ElWishy, 1974). 
Rispetto alla mole corporea dell’animale, il peso dell’epididimo è, quindi, maggiore 
nell’asino che nel cavallo, ed è soprattutto la coda dell’epididimo a risultare molto 












Figura 8. Testicoli ed epididimi di 
cavallo. A_ Testicolo coperto; B_ 
Testicolo scoperto. 

































cFigura 9. Testicoli ed 
epididimi di asino. A_
Testicolo; B_ epididimo; C_
testa dell’epididimo; D_ coda
dell’epididimo. Dalla coda dell’epididimo si diparte il dotto deferente, che, partecipando alla 
ostituzione del cordone spermatico, passa attraverso l’anello vaginale, decorre sul 
orso della vescica e termina nella porzione pelvica dell’uretra; serve al passaggio 
egli spermatozoi (Barone, 1983). 
L’uretra è un organo comune alle vie escretrici spermatiche ed urinarie; fa 
eguito al collo della vescica e riceve quasi subito la terminazione del dotto 
eferente; nella sua parte pelvica decorre sul pavimento pelvico fino all’arcata 
schiatica. Questa porzione uretrale è definita parte prostatica cranialmente, 
oiché è ricoperta dalla prostata, e parte membranosa caudalmente, ricoperta 
alle ghiandole bulbo-uretrali. Oltre l’ischio c’è la parte extrapelvica dell’uretra, 
etta parte spongiosa perché è costituita da tessuto erettile e avvolta per quasi 
utta la sua lunghezza dal muscolo bulbo-spongioso. Inizia contornando l’arcata 
schiatica e dirigendosi ventro-cranialmente; a questo livello forma un 
igonfiamento, il bulbo del pene, reso bilobato dalla presenza di un setto mediano, 
er incunearsi poi tra i pilastri del pene. Poi si restringe progressivamente, 
ecorrendo con forma tubulare lungo la porzione ventrale dei corpi cavernosi del 
ene. All’estremità libera del pene termina con un processo, lungo circa 2 cm, su 
ui si apre con l’ostio uretrale esterno (Barone, 1983). 
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Pene 
Il pene è l’organo copulatore del maschio. E’ formato dalla parte spongiosa 
dell’uretra, dai due corpi cavernosi del pene e dal corpo spongioso del glande. 
E’ composto da una parte fissa e una parte libera. La prima occupa la 
regione ventrale del perineo e la profondità dello scroto, partendo dall’ischio; è 
mantenuta sotto i tegumenti ad opera di un sistema di fasce e legamenti e prende 
origine con la radice del pene, la quale è suddivisa in due pilastri, che prendono 
attacco sulle rispettive arcate ischiatiche e si allargano per accogliere il bulbo del 
pene. La seconda continua la prima distalmente; è mobile e, al momento 
dell’erezione, può essere immessa nelle vie genitali femminili. In condizioni di 
riposo è protetta da una piega cutanea, il prepuzio, che è fissato alla parete 
addominale a formare un fodero (Barone, 1983). 
Nell’asino, ai lati del prepuzio sono presenti due abbozzi dei capezzoli 
(Figura 10). 
 
 Figura 10. Scroto e prepuzio di stallone di asino dell’Amiata. 
 
 
Il corpo del pene costituisce la maggior parte della porzione libera 
dell’organo; è una lunga asta cilindroide, appiattita latero-lateralmente soprattutto 
nella parte fissa. Lungo la sua faccia ventrale è percepibile, come un rilievo 
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longitudinale, il corpo spongioso dell’uretra; le facce laterali sono costituite dai 
corpi cavernosi (Barone, 1983). 
All’estremità libera del pene si trova il glande, un’espansione di tessuto 
erettile che negli Equidi, durante l’erezione, aumenta moltissimo di volume. E’ 
delimitato da un bordo sporgente, la corona, separata dal corpo del pene da un 
restringimento molto netto, il collo del glande. Sul glande, intorno al processo 
dell’uretra, è presente una depressione stretta e profonda, la fossa del glande, 
dentro cui tende ad accumularsi il secreto delle ghiandole prepuziali (Barone, 
1983). 
 
Ghiandole sessuali accessorie 
Le ghiandole sessuali accessorie contribuiscono alla produzione dello 
sperma, il loro secreto costituisce circa il 95% del volume di un eiaculato ed è 
chiamato complessivamente plasma seminale (Pickett et al., 1983). Le ghiandole 
sessuali accessorie degli equidi sono le ghiandole vescicolari, la prostata, le 
ghiandole bulbo-uretrali e le ampolle del dotto deferente. 
Le ghiandole vescicolari, dette anche vescichette seminali, sono situate 
dorso-lateralmente alla terminazione del dotto deferente, tra vescica e retto. 
Versano il loro secreto nell’uretra tramite un dotto escretore e si presentano come 
delle tasche ovoidali, lunghe circa 15 cm e larghe 2-3 cm, a parete esile ed 
areolata. 
La prostata è situata sulla parte prossimale dell’uretra pelvica e l’avvolge 
parzialmente. Negli Equidi è presente solo il corpo della ghiandola, mentre in altri 
mammiferi c’è anche una parte disseminata. E’ simmetrica, con aspetto bilobato 
(ciascun lobo misura circa 6-10 cm di lunghezza e 3-5 cm di larghezza), e avvolge 
parzialmente l’uretra, lasciandone libera la faccia ventrale. Nell’asino la consistenza 
della ghiandola è più compatta rispetto a quella del cavallo, essendo il suo stroma 
più abbondante e fibroso. 
Le ghiandole bulbo-uretrali sono situate latero-dorsalmente all’uretra 
membranosa, a livello dell’arcata ischiatica. Hanno forma ovoidale (4-6 cm x 2-3 
cm) e tessitura più densa di quella della prostata. 
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Le ampolle del dotto deferente costituiscono la parte distale più ispessita 
dei dotti deferenti. Nel cavallo adulto misurano circa 15-20 mm di diametro e 20-
25 cm lunghezza. Le ampolle convergono sul collo della vescica e decorrono, 
parallele tra loro, al di sotto dell’istmo della prostata, dove si restringono 
bruscamente per formare i dotti escretori. Prima di sfociare nell’uretra pelvica si 
uniscono ai dotti escretori delle ghiandole vescicolari ipsilaterali, formando un 
piccolo diverticolo comune a livello del collicolo seminale (Little et al., 1992). 
 
 
Istologia del testicolo e spermatogenesi nell’asino 
 
Lo sperma (o seme) è costituito da un liquido, il plasma seminale, nel quale 
si trova in sospensione un numero elevatissimo di spermatozoi, che sono i gameti 
maschili. 
La formazione degli spermatozoi è continuamente assicurata dai testicoli, le 
gonadi maschili, attraverso un processo detto spermatogenesi, che ha luogo 
all’interno dei tubuli seminiferi contorti. Successivamente questi gameti vengono 
immagazzinati nelle vie spermatiche, in cui si mescolano al plasma prodotto dalle 
ghiandole seminali accessorie. 
La spermatogenesi è un processo ciclico ed altamente coordinato durante il 
quale gli spermatogoni, diploidi, vanno incontro ad alcune divisioni mitotiche, sia 
per mantenere il proprio numero costante come riserva per l’ulteriore produzione, 
sia per generare le cellule che si trasformeranno nei gameti. Queste ultime vanno 
incontro ad un altro ciclo di divisioni mitotiche, prima di subire una meiosi, grazie 
alla quale il loro numero cromosomico si dimezza. Le cellule aploidi così ottenute 
sono chiamate spermatociti secondari e si moltiplicano a loro volta, tramite mitosi, 
pur restando aploidi, dando origine agli spermatidi. Da questo punto in poi non 
avvengono più moltiplicazioni, ma inizia un processo di differenziazione che 
trasforma gli spermatidi in spermatozoi (Barone 1983; Amann, 1993a). 
Durante tutto il processo appena descritto le cellule coinvolte restano 
ancorate alla parete dei tubuli, costituendo, insieme alle cellule del Sertoli, 
l’epitelio seminifero.  
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In questo processo si possono identificare delle associazioni di cellule dette 
stadi. La sequenza di eventi che avviene tra la scomparsa di uno certo stadio 
cellulare e la sua ricomparsa costituisce un ciclo dell’epitelio seminifero; mentre 
l’intervallo di tempo necessario ad una serie completa di stadi cellulari per apparire 
in un punto determinato all’interno del tubulo è detto durata del ciclo dell’epitelio 
seminifero (Leblond et al., 1952). 
La spermatogenesi è uno dei più produttivi sistemi di rinnovamento 
dell’organismo e nei mammiferi dura dai 30 ai 75 giorni (Russell et al., 1990). 
Sebbene non sia ancora stato stabilito quali geni regolino il tempo impiegato da 
questo processo, un recente lavoro ha dimostrato che la durata del ciclo 
spermatogenetico è sotto il controllo del genotipo delle cellule germinali (França et 
al., 1998a). 
L’organizzazione generale della spermatogenesi è sostanzialmente la stessa 
in tutti i mammiferi (Sharpe, 1994). Tuttavia esistono alcune caratteristiche 
specie-specifiche, riguardanti i tipi ed il numero di generazioni spermatogoniche e 
le caratteristiche morfologiche delle cellule germinali presenti ai vari stadi (Russell 
et al., 1990; De Rooij et al., 2000). 
Il principale criterio di riconoscimento dei diversi stadi risiede nel valutare le 
caratteristiche morfologiche degli spermatidi, specialmente di nucleo ed acrosoma 
(Leblond et al., 1952; Russell et al., 1990; Hess, 1990). Con questo metodo, il 
numero degli stadi e le caratteristiche utilizzate per la classificazione possono 
variare con le specie ed anche tra più operatori che esaminano la stessa specie 
(Hess et al., 1990). 
Un altro criterio valuta la morfologia del tubulo seminifero e registra forma 
e posizione dei nuclei degli spermatidi, presenza di divisioni meiotiche e tutto ciò 
che compone l’epitelio seminifero. Questo metodo fornisce 8 stadi del ciclo per 
tutte le specie; è meno arbitrario ed è più semplice per caratterizzare gli stadi del 
ciclo (Berndtson, 1977). 
Nell’asino, gli 8 stadi del ciclo, caratterizzati in accordo col metodo della 
morfologia del tubulo, sono risultati essere molto simili a quelli già descritti nel 
cavallo (Johnson, 1991). 
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Gli stadi da 1 a 8 dell’epitelio seminifero di asino, determinati con il metodo 
della morfologia tubulare, descritti da Neves et al. (2002), sono i seguenti: 
 stadio 1: spermatociti primari pachitene, spermatociti preleptotene, 
spermatidi rotondeggianti e cellule del Sertoli. 
 stadio 2: spermatogoni di tipo A, spermatociti leptotene, spermatociti 
pachitene, spermatidi allungati e cellule del Sertoli. 
 stadio 3: spermatogoni di tipo A, spermatociti zigotene, spermatociti 
diplotene, spermatidi allungati e cellule del Sertoli. 
 stadio 4: spermatogoni di tipo A, spermatociti zigotene, figure 
meiotiche, spermatociti secondari, spermatidi rotondeggianti appena formati, 
spermatidi allungati e cellule del Sertoli. 
 stadio 5: spermatogoni di tipo A, spermatociti pachitene, spermatidi 
rotondeggianti, spermatidi allungati e cellule del Sertoli. 
 stadio 6: spermatogoni di tipo B1, spermatociti pachitene, spermatidi 
rotondeggianti, spermatidi allungati e cellule del Sertoli. 
 stadio 7: spermatogoni di tipo A, spermatogoni di tipo B2, 
spermatociti pachitene, spermatidi rotondeggianti, spermatidi allungati, cellule del 
Sertoli e corpi residuali. 
 stadio 8: spermatogoni di tipo A, spermatociti pachitene, spermatidi 
rotondeggianti, spermatidi allungati, cellule del Sertoli e corpi residuali. 
La percentuale media della presenza di ogni stadio del ciclo dell’epitelio 
seminifero negli asini studiati da Neves et al. (2002) è risultata la seguente: Stadio 
1, 18.1±1.2%; Stadio 2, 9.1±0.3%; Stadio 3, 5.8±1.0%; Stadio 4, 19.3±0.5%; 
Stadio 5, 8.9±0.5%; Stadio 6, 22.6±1.4%; Stadio 7, 6.3±0.6%; Stadio 8, 
9.9±0.5%. Dallo studio di Nipken et al. (1997), in cui gli stadi erano stati definiti 
con la stessa metodologia utilizzata da Neves et al. (2002), invece, sono emerse le 
seguenti frequenze relative medie: Stadio 1, 16.7±2.0%; Stadio 2, 10.2±1.3%; 
Stadio 3, 3.7±0.4%; Stadio 4, 11.9±1.1%; Stadio 5, 12.0±1.6%; Stadio 6, 
9.7±0.7%; Stadio 7, 11.5±1.5%; Stadio 8, 24.6±2.0% (Tabella 2). 
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Tabella 2. Frequenze medie della presenza degli stadi dell’epitelio seminifero di asino 
(Nipken et al., 1997; Neves et al., 2002). 
Stadi Neves et al., 2002 Nipken et al., 1997 
1 18.1±1.2 16.7±2.0 
2  9.1±0.3 10.2±1.3 
3  5.8±1.0  3.7±0.4 
4 19.3±0.5 11.9±1.1 
5  8.9±0.5 12.0±1.6 
6 22.6±1.4  9.7±0.7 
7  6.3±0.6 11.5±1.5 
8  9.9±0.5 24.6±2.0 
 
Come si può notare nello studio più recente lo stadio 6 è stato quello con 
frequenza più elevata, mentre lo stadio 3 ha presentato la frequenza più bassa. 
In accordo con questi dati, nell’altro studio lo stadio 3 ha presentato la 
frequenza più bassa, ma, contrariamente a quanto osservato da Neves et al. 
(2002), lo stadio che ha presentato la frequenza più alta è stato il numero 8. 
Le frequenze degli stadi premeiotico (stadi da 1 a 3), meiotico (stadio 4) e 
postmeiotico (stadi da 5 a 8) rilevate nei due studi sono state rispettivamente 
33%, 19.3% e 47.7% per Neves et al. (2002) e 30.6%, 11.9% e 57.8% per 
Nipken et al. (1997). 
Dopo aver marcato con inoculazione di timidina le cellule 
spermatogenetiche degli asini, considerando quelle più avanzate osservate ad ogni 
intervallo di tempo investigato e la frequenza degli stadi, la durata media del ciclo 
dell’epitelio seminifero è stata stimata essere di 10.5±0.4 giorni. Considerando che 
sono necessari circa 4.5 cicli perché si completi il processo spermatogenetico, la 
durata totale della spermatogenesi in questa specie è risultata di 47.2 giorni 
(Figura 11) (Neves et al., 2002). 
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Figura 11. Stadi e cicli della spermatogenesi nell’asino. 
Tipi più avanzati di cellule germinali, marcate con iniezione di timidina, in periodi di tempo 
differenti (1 ora, 7 e 14 giorni), degli 8 stadi del ciclo dell’epitelio seminifero nell’asino. I 
numeri romani indicano il ciclo spermatogenetico. Lo spazio dato a ciascuno stadio è 
proporzionale alla sua frequenza e durata. A_ spermatogonio di tipo A; B_ spermatogonio 
di tipo B; Pl_ spermatocita preleptotene; L_ leptotene; Z_ zigotene; P_ pachitene; D_ 
diplotene; II_ spermatocita secondario; R_ spermatidio rotondo; E_ spermatidio allungato 
(Neves et al., 2002). 
 
La morfologia del testicolo di asino va incontro a modificazioni tra pubertà e 
senilità. Nipken et al. (1997), valutando 38 testicoli, ottenuti dalla castrazione di 
32 soggetti di età compresa tra 1 e 10 anni, hanno suddiviso lo sviluppo 
testicolare di questa specie in due fasi: Progressiva, tra 1.5 e 5 anni di età, e 
Regressiva, tra i 6 ed i 10 anni. Dalle loro osservazioni è emerso che i valori medi 
del volume del parenchima testicolare, dei tubuli seminiferi per testicolo e del 
tessuto interstiziale per testicolo crescono progressivamente fino ai 5 anni. 
Comunque la proporzione tra tubuli e tessuto interstiziale all’interno del 
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parenchima si mantiene costante (rispettivamente 78% e 22%)  fino a 8 anni 
(Nipken et al., 1997). 
Nel cavallo è riportata una crescita testicolare fino a 4 (Cox, 1982; Johnson 
et al., 1986; 1991b) o 5 anni (Thompson, 1992). 
La crescita del volume tubulare nei testicoli di asino è dovuta all’incremento 
in lunghezza e diametro dei tubuli. Mentre la lunghezza mostra una crescita molto 
rapida tra 1.5 e 2 anni (da 700 a 1200 m) e più lenta dai 2 ai 5 anni (quando 
raggiunge i 1600 m), il diametro dei tubuli seminiferi cresce ad un ritmo costante 
di 12 µm all’anno, partendo da 204.7 µm, in animali di 1.5 anni, fino ad arrivare a 
246.9 µm in soggetti di 5 anni di età (Nipken et al., 1997). Nel cavallo, tra i 2 ed i 
5 anni di età, il diametro tubulare aumenta di 9 µm all’anno (Johnson et al., 
1981). 
Nell’asino, inoltre, l’altezza dell’epitelio seminifero aumenta 
approssimativamente di 5 µm all’anno, a partire da un valore di 70 µm in soggetti 
di 1.5 anni, per arrivare a 87 µm in animali di 5 anni (Nipken et al., 1997). 
In questa specie, anche il numero di cellule germinali è risultato aumentato 
del 23%, tra i 2 ed i 6 anni di età. Il motivo di questa crescita risiede nel più 
elevato numero di spermatociti primari preleptotene e nella minore perdita 
cellulare durante la meiosi e la successiva spermiogenesi (Nipken et al., 1997). 
Questo è in accordo con la crescente produzione spermatica giornaliera per 
testicolo, tra post-pubertà e stato adulto, riportata nel cavallo (Johnson et al., 
1981; 1983), e con il riscontro, nello stallone, di un aumento di spermatozoi per 
eiaculato, da 1.14 x 109 in soggetti di 1-1.5 anni, a 3.3 x 109 in soggetti di 2 anni 
(Naden et al., 1990), a 4.6 x 109 in soggetti da 3 a 14 anni di età (Gebauer et al., 
1974). 
 
Le cellule del Sertoli entrano nella composizione della barriera emato-
testicolare, che protegge i gameti dal sistema immunitario dell’animale; inoltre 
forniscono sostegno ai vari stadi cellulari delle linee spermatogenetiche e 
controllano l’ambiente in cui esse sono immerse (Fawcett, 1975; Setchell, 1978; 
De Krester et al., 1988; Hochereau-de Reviers et al., 1990). Producono numerose 
proteine che si legano a vitamina A, ferro e rame, che servono allo sviluppo delle 
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cellule geminali, ed altre che sembra siano coinvolte nella formazione degli 
spermatozoi. 
Il numero di cellule del Sertoli per testicolo ed il numero di cellule germinali 
per cellula del Sertoli sono tipici per ogni specie (Russell et al., 1984) ed è un 
carattere ad alta ereditabilità (Hochereau-de Reviers et al., 1987; Berndtson et al., 
1987). Nel toro è stata riscontrata una relazione diretta tra il numero di cellule del 
Sertoli in un testicolo e la produzione giornaliera di spermatozoi da quella stessa 
gonade. Qualsiasi trattamento che, prima della pubertà, provochi una riduzione del 
numero di cellule del Sertoli o ne alteri le funzioni, probabilmente influenza 
negativamente la produzione di spermatozoi (Amann, 1993a). 
Negli asini, Nipken et al. (1997) hanno riscontrato, tra 2 e 6 anni di età, un 
aumento del numero di cellule germinali associate a singole cellule del Sertoli, in 
particolare un incremento del 31% nel numero di spermatociti primari e del 37% 
nel numero di spermatidi rotondi. 
Anche nel cavallo è stato documentato un aumento di questo parametro, 
fino all’età di 12 anni (Jones et al., 1986). D’altro canto, Johnson et al. (1991a; 
1991b) sostengono, invece, l’inabilità degli stalloni adulti a mutare il numero di 
cellule germinali sostenute da una singola cellula del Sertoli, anche durante la 
stagione riproduttiva e motivano l’incremento della produzione gametica 
giornaliera, osservata in questa stagione, con la fluttuazione subita dal numero 
delle cellule del Sertoli stesse (Johnson et al., 1983; Johnson et al., 1991a; 
1991b). 
Inoltre queste cellule di sostegno svolgono azione endocrina, immettendo in 
circolo ormoni quali inibina ed estrogeni. 
Il numero totale di cellule del Sertoli per testicolo, presenti durante la 
stagione riproduttiva, è simile in asini, muli e cavalli (Johnson et al., 1986; 
Johnson et al., 1989). Esso, nell’asino (Nipken et al., 1997) come nel cavallo 
(Johnson et al., 1983; Jones et al., 1986), declina notevolmente con l’avanzare 
dell’età, e ciò potrebbe essere parzialmente responsabile del calo nella produzione 
spermatica che si verifica in alcuni vecchi stalloni (Amann, 1993a). 
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Le cellule di Leydig costituiscono la componente predominante del tessuto 
interstiziale del testicolo e svolgono la principale funzione endocrina dell’organo, 
secernendo ormoni steroidei ad attività androgenica, tra cui il più importante è il 
testosterone (Bloom et al., 1981). Il volume totale occupato da queste cellule per 
grammo di parenchima testicolare, nello stallone equino, aumenta di circa tre volte 
con l’età (Amann, 1993a). 
Il numero totale di cellule di Leydig descritto da Neves et al. (2002) 
nell’asino è risultato simile a quello riscontrato durante la stagione riproduttiva in 
stalloni con misure testicolari equiparabili (Johnson et al., 1981; Johnson et al., 
1987) e la densità del volume del tessuto interstiziale resta costantemente al 22% 
fino agli 8 anni di età, dopodichè raggiunge il 27% in soggetti di 9-10 anni (Nipken 
et al., 1997). 
Nell’asino, la performance spermatogenetica più produttiva avviene intorno 
ai 5 anni di età, dopodiché segue un declino dell’efficienza dell’epitelio seminifero, 
senza un periodo di plateau di massima efficienza funzionale (Nipken et al., 1997). 
Uno dei segni più  cospicui di questa regressione funzionale è la riduzione 
del diametro dei tubuli seminiferi. Già dall’età di 6 anni inizia un decremento di 8 
µm all’anno, fino a raggiungere 205 µm in soggetti di 10 anni (Nipken et al., 
1997). 
Nel cavallo sembra che il picco di massimo diametro tubulare si abbia 
intorno ai 12 anni (Jones et al., 1986). 
La composizione cellulare dell’epitelio seminifero e le caratteristiche 
morfologiche delle cellule germinali negli 8 stadi del ciclo negli asini sono risultate 
essenzialmente le stesse di quelle riscontrate nel cavallo (Swierstra et al., 1974). 
Tuttavia è emersa una considerevole differenza nelle frequenze relative di 
ogni stadio del ciclo tra gli asini studiati da Neves et al. (2002), gli asini africani 
(Equus africanus africanus) (Nipken et al., 1997) ed i cavalli (Swierstra et al., 
1974). Al contrario, non sono emerse grosse differenze dal confronto degli stadi, 
se raggruppati nelle fasi premeiotica e postmeiotica (Neves et al., 2002). Questi 
risultati supportano l’ipotesi, sostenuta da recenti pubblicazioni (França et al., 
1998b; 1999; Paula et al., 1999), che suggerisce che questo aspetto della 
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spermatogenesi possa essere filogeneticamente determinato all’interno dei 
mammiferi membri di una stessa famiglia. 
I valori della durata del ciclo riscontrati nell’asino sono notevolmente più 
bassi di quelli registrati per il cavallo (Swierstra et al., 1974), in cui la lunghezza 
totale della spermatogenesi è di circa 57 giorni, con la produzione quotidiana di 
circa 16 milioni di spermatozoi per grammo di parenchima testicolare (Amann, 
1993b). Accertato che la durata del processo non è uguale in specie strettamente 
affini come quelle sopracitate (Russell et al., 1990; França et al., 1998a; 1999; 
Paula et al., 1999), emerge che la lunghezza del ciclo, nei mammiferi non è 
filogeneticamente determinata (Neves et al., 2002). 
All’ultimo stadio della spermatogenesi, gli spermatozoi si staccano 
dall’epitelio e percorrono le vie di escrezione spermatica fino all’epididimo, 
probabilmente trasportati dalle contrazioni delle cellule muscolari della lamina 
propria dell’epitelio (Amann, 1993b), dove affrontano il processo di maturazione, 
grazie al quale acquisiscono capacità fecondante, motilità progressiva, nuove 
caratteristiche della membrana plasmatica e del metabolismo (Glover et al., 1971; 
Orgebin-Crist et al., 1975; Johnson et al., 1978; Cooper, 1986; Lopez et al., 1987; 
Amann, 1988; Robaire et al., 1988). 
ElWishy (1975) ha evidenziato le modificazioni morfologiche subite dagli 
spermatozoi, durante il loro passaggio attraverso l’epididimo, in stalloni ed asini. 
Nei campioni prelevati dalla testa dell’epididimo, in entrambe le specie, 
generalmente non venivano osservati movimenti dei gameti, ad eccezione di 
qualche occasionale movimento oscillatorio, mentre nei campioni prelevati dalla 
coda e dal dotto deferente la percentuale di spermatozoi con motilità progressiva 
era 10-50% nell’asino e 10-40% nel cavallo (ElWishy, 1975). 
Inoltre dallo studio è emerso che la proporzione di spermi con goccia 
citoplasmatica prossimale si riduce col passaggio attraverso l’epididimo, in 
entrambe le specie; mentre non è stato trovato un significativo cambiamento 
dell’incidenza di gameti con la goccia citoplasmatica distale tra gli spermatozoi 
prelevati dalla testa e quelli prelevati dalla coda dell’organo. Nei campioni prelevati 
dal dotto deferente, fu riscontrata un’incidenza di gameti con goccia citoplasmatica 
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prossimale e distale rispettivamente di 3.03% e 41.65% in asino e 2.62% e 
55.19% in cavallo (ElWishy, 1975). 
Ad eccezione delle teste staccate, sia anormali che normali, che 
aumentavano, l’incidenza dei difetti maggiori e minori della testa dei gameti 
decresceva col passaggio attraverso le vie spermatiche efferenti, sia in asino che 
in cavallo (ElWishy, 1975), in accordo con quanto riscontrato nei tori (Amann et 
al., 1962; Rao, 1971; Gustafsson et al., 1971). 
Una particolarità riscontrata sui campioni analizzati di ElWishy (1975) è 
stata l’incidenza veramente elevata di code abassiali negli spermatozoi di asino. 
Sebbene la stessa osservazione fosse stata riportata precedentemente per uno 
stallone asinino infertile (Traballesi et al., 1963), questo è stato un reperto 
costante in tutti gli asini esaminati in questo studio. L’aumento dell’incidenza di 
questo difetto al passaggio dei gameti attraverso l’epididimo, così evidente 
nell’asino e molto meno nel cavallo, potrebbe suggerire la sua origine epididimale 
(ElWishy, 1975). Poichè, però, nel cavallo la coda abassiale non è considerata un 
difetto legato a diminuzione della fertilità (Malmgren, 1992), rimane da dimostrare 
che questo accada nell’asino. 
Dal dotto deferente gli spermatozoi possono essere trasportati all’esterno 
dell’apparato genitale maschile con l’eiaculazione. 
Una volta depositati nelle vie genitali femminili, questi dovranno andare 
incontro ad altre modificazioni, caratterizzanti il fenomeno della capacitazione. 
La capacitazione degli spermatozoi, infatti, è descritta come un complesso 
di modificazioni, che avvengono nelle vie genitali femminili, indispensabile affinché 
si abbiano la reazione acrosomiale e la fecondazione dell’uovo (Kopf et al., 1991; 
Yanagimachi et al., 1994; Visconti et al., 1998). La capacitazione induce nella 
membrana plasmatica una serie di eventi che portano ad un aumento del flusso di 
ioni calcio, cui seguono fusione e vescicolazione del citoplasma, rottura della 
membrana acrosomiale e rilascio degli enzimi che permettono la digestione del 
cumulo ooforo e della zona pellucida, eventi necessari per la penetrazione 
all’interno dello spazio perivitellino dell’oocita. Gli spermatozoi che vanno incontro 
alla capacitazione ed alla reazione acrosomiale precoce, hanno una minor capacità 
di penetrare e fertilizzare l’oocita (Yanagimachi et al., 1994). 
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COMPORTAMENTO SESSUALE DELL’ASINO 
 
 
 Un’adeguata espressione del comportamento sessuale per un animale 
riproduttore è essenziale per l’efficienza riproduttiva. Il successo economico di un 
allevamento risente drammaticamente di uno stallone il cui comportamento 
sessuale diventa irregolare ed imprevedibile; si spendono più tempo e lavoro per il 
prelievo del seme o l’accoppiamento e diminuisce il numero delle fattrici gravide 
per stagione (Terrell, 1989). 
Sono stati condotti numerosi studi sull’organizzazione sociale e il 
comportamento degli asini selvatici (Klingel, 1977) ed addomesticati ma allevati 
allo stato brado (Moehlman, 1974; McCort, 1980; Henry et al., 1991), in 
particolare sul loro comportamento sessuale (Nishikawa, 1959; Clayton et al., 
1981; Kreuchauf, 1984; Lodi et al., 1995; Henry et al., 1998). 
Nei cavalli, il comportamento in fase precopulatoria e copulatoria in soggetti 
selvatici e domati è risultato simile (McDonnell, 1992), mentre sono state 
riscontrate delle differenze nella comparazione tra cavalli e asini (Henry et al., 
1991). Nonostante ciò le interazioni dello stallone asinino con la femmina in calore 
sono risultate simili sia nel caso si trattasse di un’asina che in quello in cui fosse 
una cavalla (Lodi et al., 1995). 
Da questi studi è emerso un diverso tipo di organizzazione sociale degli 
asini rispetto ai cavalli: territoriale per i primi e ad harem per i secondi. 
La composizione e il grado di stabilità dei gruppi territoriali varia nelle 
differenti popolazioni studiate (McDonnell, 1998). 
In alcuni casi, ciascun asino maschio dominante occupa un territorio 
specifico, che viene attraversato da femmine singole con i propri puledri 
(Woodward, 1979). Quando le femmine sono in estro, vengono coperte dal 
maschio dominante del territorio in cui si trovano. Le asine attraversano 
normalmente i vari territori da sole o in piccoli gruppi, sempre con i puledri; 
mentre la presenza dei maschi non dominanti non sempre è tollerata dai 
riproduttori attivi. 
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In altri casi, le femmine tendono a fermarsi in un territorio specifico, avendo 
stabilito un legame più stretto o col maschio dominante o con alcune femmine 
presenti in quell’area. In questo modo si crea un gruppo con tipologia di semi-
harem (McCort, 1980). 
In certe popolazioni i maschi subordinati sono autorizzati dallo stallone 
asinino dominante ad accoppiarsi con alcune delle femmine presenti nel suo 
territorio; questi soggetti, solitamente, partecipano anche alla difesa del territorio 
stesso (McCort, 1980). La difesa si fa particolarmente accentuata quando vi sono 
una o più femmine in calore nella zona. 
Può succedere anche che si creino dei gruppi di soli maschi subordinati che 
occupano un proprio territorio o vivono ai margini di quello di un maschio 
dominante (McDonnell, 1998). Sono stati osservati atteggiamenti ostili tra maschi 
subordinati ai confini dei territori dei dominanti, per accedere alle femmine in estro 
(Moehlman, 1998). 
Quando più femmine dello stesso territorio sono in calore, tendono a 
formare un unico gruppo con comportamento sessuale attivo, che attira 
l’attenzione del maschio e, mentre questi interagisce e/o monta una femmina, il 
resto del gruppo si raccoglie intorno alla coppia, accentuando le manifestazioni 
estrali. É stata individuata anche una zona specifica, all’interno del territorio, in cui 
si svolge la maggior parte delle monte (Klingel, 1975; Henry et al., 1998). 
Inoltre lo stallone asinino tende a non mantenere le femmine in un gruppo 
coeso intorno a sé, come fa, invece, lo stallone equino, ma le lascia libere di 
allontanarsi a loro piacimento (Henry et al., 1998). 
Gli Equini allo stato brado vivono, invece, in unità sociali dette “harem” 
(Feist et al., 1975; Klingel, 1975; Berger, 1977; McCort, 1984; Hoffman, 1985). Un 
harem è tipicamente composto da un maschio sessualmente maturo e da un 
gruppo di femmine adulte, con i propri puledri. 
I maschi giovani e adulti privi di harem vivono in gruppi detti “bachelor 
bands”, letteralmente “bande di scapoli”, e subentrano negli harem al momento in 
cui lo stallone dominante muore o non è più in grado di svolgere la sua funzione. 
Da uno studio è emerso che il passaggio al ruolo di stallone leader coincideva con 
un notevole aumento della testosteronemia, condizione che permaneva per tutta 
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la durata dello stato di dominanza. Se vi era un ritorno del soggetto al gruppo dei 
bachelors, i livelli sierici dell’ormone si riducevano rapidamente (McDonnell et al., 
1995). 
Tutte le monte in un harem vengono eseguite dallo stallone dominante, che 
durante la stagione riproduttiva intensifica gli atteggiamenti di difesa del gruppo e 
le interazioni con le singole cavalle (Feist et al., 1975). 
 Alcuni studi hanno contribuito molto ad ampliare la conoscenza del normale 
comportamento sessuale dello stallone equino e quindi ad interpretare e 
diagnosticare comportamenti anormali (McDonnell, 1992b). La libido è stata 
valutata, attraverso la misurazione del tempo di reazione, di copula, di monte per 
eiaculato (Pickett et al., 1970), e del tempo impiegato per ottenere una erezione 
completa (Bielanski et al., 1951). 
Per quanto riguarda l’asino, invece,  non è stata ancora ben definita la 
normale libido sotto diversi tipi di gestione dell’attività riproduttiva. 
Il comportamento sessuale del cavallo è influenzato da innumerevoli fattori, 
tra i quali il bagaglio genetico, l’età, la stagione, le esperienze passate, positive o 
negative, relative agli accoppiamenti, le condizioni fisiche, le interazioni con gli altri 
cavalli, la concentrazione sierica degli ormoni sessuali, etc. (Pickett et al., 1977, 
1981, 1989; Wallach et al, 1983). La libido può essere osservata portando 
l’animale a contatto con una femmina in estro; tipicamente si avrà 
immediatamente la manifestazione di irrequietezza, con scalpiccio e vocalizzazioni. 
Le interazioni sessuali si possono suddividere nelle fasi precopulatoria, 
copulatoria e postcopulatoria. 
Nella prima fase per il cavallo sono state descritte azioni come contatto 
naso-nasale con annusamento, leccamento e mordicchiamento (Bristol, 1982; 
Blanchard et al., 2003), esibizione del “flehmen”, che consiste nell’arricciamento 
del labbro superiore dopo il contatto con urina o fluidi vaginali, e, soprattutto, 
sviluppo di un’erezione peniena. 
Se la cavalla è effettivamente in calore, segue la fase copulatoria, che 
comprende monta con erezione, sulla fattrice o sul manichino da prelievo del 
seme, intromissione del pene in vagina o vagina artificiale, spinte pelviche ed 
eiaculazione (Blanchard et al., 2003). La cavalla generalmente facilita la monta e 
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la penetrazione, ma lo stallone necessita di un elevato grado di coordinazione ed 
abilità fisica per compiere questa azioni (McDonnell, 2005). 
Generalmente l’emissione del seme avviene di riflesso ad una adeguata 
stimolazione, che consta solitamente di 7-9 spinte pelviche (McDonnell, 1992a). 
L’eiaculazione sopraggiunge dopo circa 20-25 secondi dall’inserimento del pene in 
vagina, attraverso 5-10 getti successivi di sperma, prodotti dalle contrazioni 
ritmiche dei muscoli ischiocavernosi, bulbospongiosi ed uretrali, come anche dei 
muscoli sfinterici. Ogni getto è reso evidente esternamente da un caratteristico 
movimento della coda verso il basso, noto come “tail flagging” (Pickett, 1993; 
Tibary, 2007). La discesa dello stallone dalla cavalla/manichino avviene 20-30 
secondi dopo l’eiaculazione (McDonnell, 1986). 
Durante la fase postcopulatoria stallone e fattrice generalmente restano in 
prossimità l’uno dell’altra per qualche minuto. In questa fase il maschio può 
investigare olfattivamente il fluido che fuoriesce dalla vagina e mostrare 
l’atteggiamento di flehmen. Talvolta lo stallone si può rotolare (Tibary, 2007). 
In uno studio effettuato su asini sottoposti a prelievo artificiale del seme, la 
fase precopulatoria degli stalloni, con una femmina in estro mantenuta alla 
lunghina, iniziava con vocalizzazioni nel momento in cui essa entrava nel campo 
visivo del maschio. Solitamente seguiva un breve contatto naso-nasale (Figura 12) 
e l’annusamento, da parte dello stallone, di varie zone del corpo (Figura 13 e 
Figura 14) e dell’area perineale della fattrice. Successivamente avveniva un salto 
senza erezione (Figura 16) e, dopo essere sceso, il maschio proseguiva il 
corteggiamento mordicchiando la femmina su testa, collo, fianchi e ginocchia, e 
odorando il perineo. Atteggiamenti di flehmen (Figura 15) si osservavano dopo 
l’annusamento del perineo o di urine e/o feci sul terreno (Henry et al., 1998). La 
frequenza del flehmen sembra più elevata rispetto a quella riscontrata nello 
stallone equino (Henry et al., 1991; Gastal et al., 1996; Lodi et al., 1995). 
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Figura 12. Contatto naso-nasale tra maschio e femmina durante la 
fase di teasing. 
Figura 13. Annusamento dei fianchi della femmina da parte del 
maschio durante la fase di teasing. 
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Figura 14. Annusamento dei garretti della femmina da parte del 
maschio durante la fase di teasing. 
 
 
Figura 15. Atteggiamento di flehmen dello stallone. 
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Queste osservazioni sono in accordo con quelle riportate in studi 
precedenti, sulle interazioni precopulaorie tra asini allo stato brado (McDonnell, 
1998), o tra stalloni asinini lasciati liberi in un paddok, sia con un gruppo di asine 
in estro (Henry et al., 1991), sia con un gruppo di cavalle in estro (Lodi et al., 
1995), e non si discostano molto da ciò che è riportato sui comportamenti tenuti 
dai cavalli, selvatici ed addomesticati (Tyler, 1972; Feist et al., 1976; Bristol, 1982; 
Ginther, 1983; McDonnell, 1992b). 
Studiando il comportamento sessuale degli asini, sono emerse, comunque, 
delle differenze rispetto a quello dei cavalli. 
Una di queste è data dal ruolo giocato dalla vocalizzazione tra asino ed 
asina in calore, che sembra funga da “segnale” d’inizio di una fase precopulatoria 
(Henry et al., 1991; 1998; Gastal et al., 1996). Il segnale vocale è stato 
riscontrato anche durante l’approccio di stalloni asinini a cavalle in calore, con la 
differenza che le femmine equine non partecipavano attivamente alle 
vocalizzazioni, per attirare l’attenzione dello stallone (Lodi et al., 1995). Durante 
l’accoppiamento intraspecifico, invece, l’asina gioca un ruolo importante ed attivo 
nell’interazioni della fase precopulatoria (Henry et al., 1991). E’ stato calcolato un 
numero medio di approcci di asine in calore al maschio di 24.7±31.7 contro i 
6.3±9.3 approcci del maschio per femmina in estro (Henry et al., 1998).  
Un altro atteggiamento tipico del comportamento riproduttivo dell’asino, 
che differisce dall’etogramma equino, è l’improvviso allontanamento del maschio 
dalla femmina, durante il periodo di teasing, per brucare un pò d’erba o stare 
semplicemente fermo a pochi passi di distanza da essa (Henry et al., 1991; 1998; 
Lodi et al., 1995; McDonnell, 1998). Tutta la fase precopulatoria è caratterizzata 
da periodi di contatto e periodi di “pausa” come quello appena descritto, in cui è 
frequente l’estroflessione parziale o totale del pene, che si alternano più di una 
volta prima della copula (Kreuchauf, 1984; Henry et al., 1987; 1991; 1998). Il 
numero di “ritirate” è più elevato nel tempo che precede la prima eiaculazione, 
rispetto alle successive (Gastal et al., 1996).  
Nella fase precopulatoria solitamente si assiste ad una o più monte senza 
erezione (Figura 16) (Henry et al., 1991; Gastal et al., 1996), la frequenza 
osservata da Gastal et al., (1996) è 1.2-2 monte. La prima avviene senza erezione 
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nel 70% dei casi (Kreuchauf, 1984; Ostrowski, 1987; Henry et al., 1991; Gastal et 
al., 1996), dopo poco meno di 1 minuto dal contatto con la femmina libera di 
muoversi (Gastal et al., 1996), oppure dopo 4-6 minuti nel caso che il maschio si 
trovi in presenza di una femmina contenuta con una lunghina (Henry et al., 1987). 
Questo comportamento è stato riportato come normalmente presente anche nelle 
interazioni precopulatorie nel cavallo da McDonnell (1992b), mentre non è 
comparso frequentemente (6/85 osservazioni) in uno studio condotto da Noue et 
al. (2001). 
 
Figura 16. Monta senza erezione durante la fase di teasing. 
 
La prima erezione non sempre porta all’eiaculazione. Gli asini possono 
mostrare numerose erezioni e masturbazioni prima della monta con eiaculazione 
(Henry et al., 1991; 1998). Il tempo che trascorre mediamente tra il primo 
contatto con la femmina e la prima erezione completa va da 10 a 15 minuti 
(Nishikawa, 1959; Gastal et al., 1996). 
Nel cavallo sono riportati tempi di latenza della prima erezione che variano 
da 10 a 163 secondi (Wierzbowski et al., 1961; Wallach et al., 1983; McDonnell, 
1992b; Noue et al., 2001). 
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Nell’asino, l’erezione definitiva e la copula avvengono frequentemente al 
termine di un periodo di “pausa”, abbastanza improvvisamente e non 
necessariamente con la femmina che era stata precedentemente oggetto del 
teasing. 
Nei vari studi sull’asino (Kreuchauf, 1984; Ostrowski et al., 1987; Henry et 
al., 1991; Gastal et al., 1996) è stato registrato un intervallo di tempo tra il 
contatto fra maschio e femmina in calore e la monta con eiaculazione, tra i 6 
minuti e l’ora, ed un intervallo inter-eiaculatorio, al pascolo, tra 88 e 93 minuti 
circa (Henry et al., 1991; Gastal et al., 1996). Nel cavallo, invece il tempo di 
latenza prima dell’eiaculazione va da 1.2 a 3.7 minuti (Pickett et al., 1970; 
McDonnell, 1986; Noue et al., 2001). Inoltre in questa specie è stata rilevata una 
media di 1.3-1.8 monte con erezione prima dell’eiaculazione, in presenza di una 
fattrice (Pickett et al., 1976; Noue et al., 2001), ma il numero può variare in base 
alla stagione durante la quale vengono condotte le osservazioni, da 1 in Maggio a 
3 in Dicembre-Gennaio (Noue et al., 2001). 
L’eiaculazione nell’asino avviene dopo 4-8 spinte pelviche (Henry et al., 
1991; 1998; Gastal et al., 1996), per un totale di circa 19-30 secondi (Henry et al., 
1991; 1998), similmente a quanto succede nel cavallo, per cui è stato riportato un 
range di 5-10 spinte (Tibary, 2007) ed un tempo di accoppiamento di circa 25-30 
secondi (Pickett et al., 1970; McDonnell, 1986). 
Dopo l’eiaculazione l’asino si rilassa sulla schiena della femmina per circa 10 
secondi, prima di assumere nuovamente la stazione quadrupedale (Henry et al., 
1998). 
La fase postcopulatoria, nell’asino al pascolo, è caratterizzata da un periodo 
di circa 15-30 minuti di totale assenza di interazioni sessuali tra maschio e 
femmina. Durante questo intervallo di tempo il maschio sosta nella sua “zona di 
riposo” e non lascia avvicinare le femmine in calore (Henry et al., 1991). L’inizio di 
un nuovo periodo di corteggiamento arriva dalla vocalizzazione del maschio (Henry 
et al., 1991; 1998). 
Kreuchauf (1984) ha riscontrato, osservando soggetti al pascolo, in 
primavera ed estate (stagione riproduttiva), una riduzione del tempo di latenza 
fino alla prima monta, fino alla prima erezione e fino all’eiaculazione. Gastal et al. 
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(1996), invece, non hanno riscontrato variazioni stagionali nel comportamento 
sessuale degli stalloni asinini, sottoposti a prelievo artificiale del seme due volte a 
settimana, ed ipotizzano che l’effetto della stagione sulla libido potrebbe variare da 
una regione geografica all’altra, in base ai cambiamenti di temperature e di 
fotoperiodo durante l’anno. Questa potrebbe, inoltre, essere condizionata dalla 
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VALUTAZIONE DEL POTENZIALE RIPRODUTTIVO 
DELLO STALLONE E DELL’ASINO 
 
 
Fin dall’antichità l’uomo ha avuto la pretesa di valutare gli animali da lui 
addomesticati per l’attitudine procreativa, ovvero per la presenza di caratteristiche 
più o meno adeguate per ottenere la migliore fertilità, fecondità e prolificità, con lo 
scopo di ottenere il maggiore rendimento possibile in termini di discendenza 
(Pérez y Pérez, 1994). 
L’obiettivo di una valutazione completa del potenziale riproduttivo di uno 
stallone è quello di verificare che il soggetto sia in grado di produrre un seme 
capace di fecondare senza trasmettere infezioni alla femmina, assicurando un 
numero ragionevole di gravidanze per fattrici coperte a stagione (Blanchard et al., 
2003). Ovviamente gli unici indici sicuri di fertilità sono le percentuali di gravidanza 
e parto, che però sono a carattere retrospettivo e sono drammaticamente 
influenzati da fattori estrinseci allo stallone, come la qualità della fattrice ed il 
management riproduttivo (Sullivan et al., 1975; van Buiten et al., 1998; Morris 
and Allen, 2002). 
Nonostante ciò, è auspicabile un protocollo che dia delle indicazioni a 
riguardo, soprattutto per identificare una condizione di sub-fertilità od infertilità 
prima che uno stallone inizi la sua carriera riproduttiva. Con queste premesse, 
come alternativa alla valutazione, impossibile a priori, del grado effettivo di 
fertilità, è accettata una combinazione tra esame clinico del soggetto e analisi del 
seme (Kenney et al., 1983a; British Equine Veterinary Association, 1991). Dal 
momento in cui è stato evidenziato che, nello stallone, le caratteristiche del seme 
sono ereditabili (Parlevliet et al., 1994), è possibile incrementarne la qualità media 
attraverso severi criteri selettivi (Colenbrander et al., 2003). 
Oltre a valutare qualità e quantità degli spermatozoi eiaculati, l’esaminatore 
deve testare anche la libido e la capacità di accoppiarsi del soggetto, nonchè 
l’eventuale presenza di difetti congeniti o infezioni trasmissibili per via venerea 
(Hurtgen, 1992; LeBlanc, 1998; Blanchard et al., 2003). 
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Il primo passo da muovere è identificare il soggetto, cioè registrarne specie, 
razza, sesso, età, utilizzo, mantello, altezza, segni particolari. 
Successivamente si raccoglie l’anamnesi, ovvero i dati “storici” relativi 
all’animale (Bizzeti et al., 2005). Sono notizie anamnestiche le vaccinazioni e i 
trattamenti farmacologici effettuati; le patologie contratte; le ferite subite. Inoltre 
andrebbero registrate tutte le notizie sull’attività riproduttiva, ad esempio se 
l’animale è già stato utilizzato a tal fine e come è stato gestito; le percentuali di 
gravidanza ottenute; i risultati di eventuali esami dell’apparato genitale o del 
seme; il grado di fertilità nei consanguinei e tutte le altre informazioni che possono 





Successivamente alla raccolta dell’anamnesi si procede con l’esame clinico 
del soggetto, che si suddivide in Esame Obiettivo Generale ed Esame Obiettivo 
Particolare dell’Apparato Genitale. 
Lo stato fisico generale dell’animale non può essere trascurato, in quanto 
esistono alcune condizioni che rendono difficoltoso e/o inopportuno l’utilizzo dello 
stallone come riproduttore. 
Innanzitutto bisogna accertare l’assenza di malattie trasmissibili attraverso il 
seme, che impediscono l’utilizzo dell’animale per la riproduzione. Vi è, infatti, una 
legislazione relativa alla riproduzione animale che, in Italia, indica che gli equidi 
stalloni devono essere esenti da: Morva; Morbo Coitale Maligno; Anemia Infettiva; 
Rinopolmonite Equina/Aborto Virale Equino; Encefaliti Virali; Metrite Contagiosa e 
Arterite Virale. Per quest’ultima patologia è possibile ottenere una deroga. 
La Morva è una malattia infettiva a contagosa sostenuta da Pseudomonas 
mallei. Negli equini il decorso della patologia è, solitamente, cronico, mentre in 
asino e mulo è rispettivamente acuto e subacuto. La trasmissione avviene 
principalmente per via orale, con l’ingestione di acqua o foraggio contaminati da 
secrezioni infette, o, più di rado, per via aerogena. 
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Abitualmente trascorrono diverse settimane o qualche mese prima che 
compaiano sintomi evidenti. Nel cavallo si distinguono tre forme di Morva: 
polmonare, nasale e cutanea, le quali possono variamente associarsi nello stesso 
animale.  
La forma polmonare è caratterizzata da febbre, tosse secca, dispnea e 
progressivo scadimento dello stato nutrizionale. 
Nella forma nasale compare uno scolo mucoso dalle narici, perlopiù 
monolaterale, che diventa poi purulento, talvolta emorragico; nei casi gravi si 
vedono delle lesioni ulcerative sulla mucosa nasale, alla base del setto, che, 
conseguentemente alla guarigione, danno origine a delle caratteristiche cicatrici di 
forma raggiata. Sono interessati anche i linfonodi sottomascellari del relativo lato. 
Nella forma cutanea, derma e sottocute, principalmente a livello di arti, lati 
del torace e ventre, si disseminano di noduli della grandezza di un pisello, con 
tendenza ad ulcerare o ad ascessualizzare. Tra questi, i vasi linfatici si trasformano 
in tragitti sinuosi, dapprima caldi e dolenti e successivamente freddi e duri, non 
dolenti. 
Nell’asino la malattia si presenta in forma acuta, con sintomatologia 
sistemica (febbre elevata, anoressia, tremori) associata ad interessamento della 
mucosa nasale e della cute. Questa forma porta pressoché costantemente a rapido 
dimagrimento e morte in 3-4 settimane (Farina, 1995). 
Il Morbo Coitale Maligno (MCM) è una patologia a trasmissione venerea 
sostenuta da un protozoo, il Trypanosoma equiperdum. Il periodo d’incubazione 
generalmente è di 10-15 giorni. Successivamente si sviluppano edema del 
prepuzio, dello scroto e dell’addome; compaiono, sulla mucosa del pene, vescicole 
ed erosioni dolenti. La minzione ed il coito diventano dolorosi, anche se l’istinto 
genesico è conservato o addirittura esaltato. 
Dopo questa prima fase, della durata di circa 40-60 giorni, caratterizzata 
dalle manifestazioni genitali, le lesioni si diffondono anche al resto del corpo. 
Compaiono delle placche sopraelevate a forma di anello o semiluna, di qualche 
centimetro di diametro, calde e non dolenti, soprattutto ai lati del torace, sui 
fianchi e sulla groppa. Queste lesioni scompaiono nel giro di qualche giorno, 
mentre ne compaiono di  nuove. 
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Le condizioni generali peggiorano rapidamente; possono comparire anche 
fenomeni nervosi (paresi dei muscoli auricolari, oculari e labiali) e l’andatura 
diviene barcollante, con flessione busca ed esagerata degli arti. La morte 
sopravviene in 20-30 giorni dalla comparsa dei fenomeni nervosi, con l’animale in 
stato cachettico.  
Il decorso della malattia è, in media, di 10-15 mesi. Poiché nell’asino il 
decorso è benigno e quasi asintomatico, lo stallone asinino rappresenta 
un’importante fonte di diffusione. 
La diagnosi viene effettuata tramite l’isolamento del parassita dal secreto 
uretrale, prelevato con un tampone durante la prima fase, e con prove 
sierologiche di fissazione del complemento e immunofluorescenza (Puccini, 1992). 
L’Anemia Infettiva Equina (EIA) è causata da un virus appartenente alla 
sottofamiglia Lentivirinae, della famiglia Retroviridae. I soggetti infettati possono 
presentare una patologia a decorso acuto, con iperpiressia, trombocitopenia e/o 
anemia; a decorso subacuto o cronico, con inasprimento della febbre, perdita di 
peso, edema ventrale e anemia severa; oppure possono apparire clinicamente 
normali (Clabough, 1990a; 1990b). Le manifestazioni cliniche dipendono da fattori 
quali il ceppo di virus coinvolto, la dose infettante e la risposta individuale 
dell’ospite. La trasmissione avviene attraverso il trasferimento di sangue 
contaminato. Ciò accade più frequentemente grazie all’intervento di insetti vettori, 
specialmente della famiglia Tabanidae (Hawkins et al., 1973; 1976; Issel et al., 
1984); oppure per via iatrogena, con l’utilizzo di strumenti contaminati. Sono 
possibili anche la trasmissione transplacentare e quella colostrale (Kemen et al., 
1972; Tashjian, 1984). Il passaggio dell’infezione tramite il coito è possibile ma 
poco comune. 
Per la diagnosi, nel caso in cui siano presenti soggetti con febbre o 
sintomatologia clinica riconducibile a malattie infettive, si effettuano due prelievi di 
sangue a distanza di 20 giorni l’uno dall’altro, su cui viene eseguito il test 
sierologico dell’immunodiffusione in gel di agar (AGID), o Coggins Test (Ministero 
della Salute, 2005). 
Rinopolmonite Equina ed Aborto Virale Equino sono delle Herpesvirosi. Sono 
stati identificati 8 tipi di Herpesvirus negli equidi: da 1 a 5 nel cavallo (EHV), da 6 
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a 8 nell’asino (AHV) (Roizman et al., 1992). La nomenclatura di questi virus è nata 
in base all’ordine con cui sono stati scoperti, ma non tutti sono associati a delle 
patologie. Una sinossi di alcune proprietà di questi virus è presentata nella Tabella 
3. 
 
Tabella 3. Herpesvirus degli equidi. 
Virus Nome comune Segni clinici 
Virus della Rinopolmonite Equina Sintomi respiratori, aborto 
EHV-1 
Virus dell’Aborto Equino (subtipo 1) Malattia neonatale, sintomi neurologici 
EHV-2 Citomegalovirus Equino 
Non correlato con malattie, 
spesso associato con infezioni 
latenti di EHV-1/EHV-4 
EHV-3  Esantema Coitale Maligno 
EHV-4 Virus della Rinopolmonite Equina (subtipo 2) 
Sintomi respiratori, aborto 
(raro) 
EHV-5 Citomegalovirus Equino Non correlato con malattie 
EHV-6 Herpesvirus asinino 1 (AHV-1) Esantema Coitale dell’Asino 
EHV-7 Herpesvirus asinino 2 (AHV-2) Non correlato con malattie 
EHV-8 Herpesvirus asinino 3 (AHV-3) Rinite (sperimentale) 
 
Due virus, EHV-1 e EHV-4, sono responsabili di condizioni patologiche che 
un tempo si ritenevano causate dal “virus della rinopolmonite”. Sebbene questi 
virus condividano una serie di segni clinici e di laboratorio, differiscono in 
epidemiologia e patogenicità. EHV-4 è principalmente associato con una 
sintomatologia a carattere respiratorio, mentre EHV-1 è isolato più 
frequentemente da feti abortiti, puledri malati e casi neurologici. 
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Entrambi i virus stabiliscono usualmente infezioni latenti, ma non è ancora 
chiara la relazione che intercorre tra queste e le patologie clinicamente manifeste. 
Una caratteristica degli herpesvirus è quella di conferire un’immunità di 
breve durata, cosicchè un soggetto può reinfettarsi molte volte nel corso della sua 
vita (Ostlund, 1993). 
Sino al 2005 tutti i soggetti, per essere autorizzati alla monta, dovevano 
risultare negativi al test sierologico per EHV-1 ed EHV-4, ad eccezione dei soggetti 
vaccinati per questi virus. Oggi, in una stazione di monta/allevamento, in caso di 
assenza, da almeno 15 giorni, di sintomatologia clinica riconducibile a malattie 
respiratorie, di aborti e/o di forme neurologiche nel riproduttore in esame e negli 
altri animali eventualmente presenti, può essere rilasciata l’autorizzazione alla 
monta ai fini della presente infezione. 
Nel caso in cui vi siano soggetti con sintomatologia, si effettuano due 
prelievi di sangue a distanza di 15-30 giorni l’uno dall’altro, su cui si esegue un 
test di sieroneutralizzazione, per valutare un’eventuale sieroconversione (Ministero 
della Salute, 2005). 
Le Encefaliti Virali che interessano gli equidi sono sostenute da virus 
appartenenti al genere Flavivirus. La più famosa è la Encefalite West Nile, nota 
anche come Febbre West Nile, caratterizzata da paraplegia e paralisi generalizzata. 
La trasmissione avviene grazie ad insetti vettori, in particolare Culicini dei generi 
Culex e Mansonia. 
Il periodo d’incubazione varia da 2 a 6 giorni; successivamente il primo 
sintomo che compare è la febbre, seguita da depressione del sensorio, atassia e 
paralisi del treno posteriore, con evoluzione rapida verso il coma. 
La mortalità raggiunge il 25% dei colpiti, mentre alcuni animali, dopo la 
viremia, presentano remissione dei sintomi e guarigione completa (Scatozza et al., 
1995). 
La diagnosi viene fatta in base all’assenza di sintomatologia clinica ed 
attraverso esami sierologici. Ai fini dell’autorizzazione alla monta è sufficiente 
l’assenza di sintomatologia. 
La Metrite Contagiosa Equina (CEM) è una malattia venerea batterica 
causata dal germe Taylorella equigenitalis. I segni clinici si manifestano solo nella 
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femmina infetta (Powell, 1981); lo stallone funge da portatore asintomatico. Dopo 
l’esposizione, il batterio è riscontrabile sui genitali esterni del maschio, in 
particolare nella fossa del glande, nel seno uretrale, sulla superficie dello scroto e, 
talvolta, anche nelle secrezioni pre-eiaculatorie (Timoney et al., 1982). Nello 
stallone, essendo l’infezione superficiale, non si sviluppano anticorpi (Platt et al., 
1978; Bryans et al., 1979), per cui la diagnosi sierologica è impossibile. Per 
verificare la presenza dell’agente eziologico, è necessario isolarlo dal materiale 
prelevato con dei tamponi. La fossa del glande è il punto più probabile in cui 
rinvenire il batterio (Platt et al., 1978; Timoney et al., 1982). 
Il metodo ufficiale di prova per la ricerca di T. equigenitalis, riconosciuto ai 
fini degli scambi internazionali, è l’esame colturale. All’inizio della stagione di 
monta tutti i riproduttori devono essere sottoposti a questo test, attraverso il 
prelievo di singoli tamponi da uretra, fossa uretrale e prepuzio. Il prelievo va 
ripetuto a distanza di non meno di 7 giorni (Ministero della Salute, 2005). 
L’Arterite Virale Equina (EVA) è una malattia venerea causata da un agente 
virale appartenente al genere arterivirus, che, dopo un periodo d’incubazione di 3-
14 giorni, provoca una sintomatologia sistemica, caratterizzata comunemente da 
iperpiressia, leucopenia ed edema delle parti declivi del corpo, compresi scroto e 
prepuzio. Superata la fase acuta, della durata di 2-9 giorni (Timoney et al., 1993), 
lo stallone può rimanere portatore del virus, e quindi espellerlo con il liquido 
seminale; viene, quindi, identificato come “eliminatore”, condizione che può 
perdurare anche per molti mesi, talvolta per tutta la vita (Timoney et al., 1986), e 
che costutuisce una fonte d’infezione per la femmina al momento 
dell’accoppiamento. Lo stato di eliminatore riguarda dal 30 al 60% dei maschi 
infetti (Timoney et al., 1987; 1990) ed uno studio ha confermato che è 
testosterone-dipendente (Little et al., 1991), infatti non ci sono dati che indichino 
una situazione analoga in femmine o puledri (Timoney et al, 1985). Lo stato di 
eliminatore non è mai stato riscontato in stalloni sieronegativi (Timoney et al., 
1990). 
La diagnosi si effettua tramite test sierologici o isolamento del virus dallo 
sperma. Nel primo caso, se sono presenti febbre o sintomi clinici riconducibili a 
malattie infettive, il sangue deve essere prelevato 15 giorni dopo la comparsa 
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della sintomatologia ed analizzato con una prova di sieroneutralizzazione. Nel 
secondo caso, al fine di poter escludere lo stato di eliminatore del virus negli 
stalloni sieropositivi, devono essere effettuati 3 prelievi di sperma ad intervalli di 
almeno 10 giorni (generalmente di 15 giorni). In caso di negatività, i controlli 
dovranno essere comunque ripetuti anche l’anno successivo (Ministero della 
Salute, 2005). 
Oltre a prendere in considerazione le malattie infettive, si presta attenzione 
a patologie che sono dimostrate o sospettate di essere ereditabili (ad esempio 
criptorchidismo, sindrome di Wobbler, ernia ombelicale e/o scrotale, bocca a becco 
di pappagallo, etc.) (Hurtgen, 1992); in questi casi sarebbe opportuno far 
comprendere al proprietario dell’animale che non è corretto farlo riprodurre. 
Altre condizioni che possono influenzare negativamente le performances 
riproduttive sono, ad esempio, le patologie agli arti, in particolare ai posteriori, le 
laminiti, la dolorabilità alla schiena, e l’atassia, che possono impedire o comunque 
rendere difficoltoso e doloroso il salto allo stallone. Possono essere usati con 
successo stalloni che abbiano problemi locomotori, ma in tal caso è necessario 
applicare una gestione riproduttiva tale da minimizzare l’esacerbazione della 
patologia e garantire delle condizioni di vita ottimali (Hurtgen, 1992). 
Si prosegue l’esame con la valutazione particolareggiata dei genitali, sia 
esterni che interni. 
Il modo migliore per visitare il pene è quello di stimolarne l’estroflessione 
esponendo il maschio ad una femmina in calore, cosicché si possa valutare anche 
il comportamento sessuale e la capacità di erezione. L’estrazione manuale è 
difficoltosa ed il più delle volte incontra una certa resistenza da parte dell’animale. 
In soggetti particolarmente timorosi, che non permettono tali manovre, si 
può osservare il pene durante l’urinazione, che può essere stimolata con l’aggiunta 
di lettiera nuova nel box, oppure utilizzare dei sedativi che provochino, come 
effetto secondario, il prolasso dell’organo (ad esempio, acepromazina o xilazina). 
Conseguentemente all’uso di questi sedativi, però, sono stati riportati casi di 
parafimosi peniena (Jones, 1979; Walker et al., 1980; Roberts, 1986), in quanto il 
prolasso prolungato di pene e prepuzio può risultare nella formazione di edema e 
infiammazione; la cronicizzazione e trascuratezza di questo processo può condurre 
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a paralisi e priapismo, per ridurre i quali sono necessari interventi medici e/o 
chirurgici (Memon, 1988; Blanchard et al., 2003). 
Prima di ispezionare minuziosamente il pene esposto, occorre ripulirlo dai 
detriti epiteliali, che si mescolano al secreto delle ghiandole prepuziali e si 
accumulano sull’esterno dell’organo quando non è costantemente sottoposto a 
pulizia; poi è possibile esaminarlo a fondo, prestando particolare attenzione al 
processo uretrale ed alla fossa del glande, che lo circonda. Questa visita è volta ad 
escludere la presenza di lesioni di origine traumatica, infettiva, o tumorale. Con la 
turgescenza del pene si rende ben visibile anche il prepuzio, la cui pelle dovrebbe 
essere fine e sollevabile in plica, senza evidenti segni di infiammazione o 
proliferazione di tessuto (Blanchard et al., 2003). 
Durante l’esame dello scroto è fondamentale valutare eventuali variazioni di 
localizzazione, forma, volume e consistenza dei testicoli. Con la palpazione è 
possibile stimolare la contrazione volontaria dello scroto verso la parete 
addominale; in questo caso l’asse maggiore dei testicoli da quasi orizzontale 
diventa più verticale e la coda dell’epididimo si sposta ventralmente. Nel caso in 
cui si percepisca l’assenza di una o entrambe le gonadi, si parla di criptorchidismo, 
rispettivamente mono e bilaterale, che consiste nella mancata discesa del testicolo 
nella propria borsa scrotale.  
Il criptorchidismo sembra causato dal mancato ingresso della gonade nel 
canale inguinale prima della chiusura dell’anello inguinale profondo, durante le 
prime due settimane di vita. Per confermare la diagnosi si può effettuare 
un’accurata palpazione degli anelli inguinali, esterno per via transcrotale ed interno 
per via transrettale. In alternativa la localizzazione del testicolo criptorchide può 
essere diagnosticata ecograficamente (Amann, 1993). 
Kumi-Diaka et al. (1981), effettuando la palpazione scrotale su 246 asini, in 
un villaggio nigeriano, riscontrarono 74 casi (approssimativamente nel 30% dei 
soggetti) di criptorchidismo, di cui 50 riguardanti il testicolo sinistro, 18 il testicolo 
destro e 6 bilaterali. In tutti i casi il testicolo ritenuto era localizzato nella regione 
inguinale. 
I testicoli, con i rispettivi epididimi, dovrebbero essere liberamente mobili 
all’interno della propria borsa scrotale (Blanchard et al., 2003). Nei soggetti anziani 
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ci possono essere adesioni tra i due foglietti della tonaca vaginale; in altri casi 
queste si possono formare dopo piccole emorragie capillari, indotte da lievi traumi 
che il soggetto si procura routinariamente. Se le adesioni sono tali da impedire il 
movimento del testicolo, possono causare seri problemi di termoregolazione 
(Amann, 1993a), con conseguenti danni alla spermatogenesi. 
La misurazione dello scroto viene eseguita con un “calibro” (Figura 17) i cui 
estremi vengono appoggiati sul punto mediano delle facce laterali dei testicoli 
destro e sinistro, mentre questi sono mantenuti in basso all’interno dello scroto 
con una mano (Figura 18). 
 
Figura 17. Calibro per la misurazione 
del diametro scroscrotale. 
Figura 18. Tecnica per la misurazione
del diametro testicolare. 
 
Il valore così ottenuto corrisponde alla larghezza scrotale totale, o diametro 
scrotale (Pickett, 1993). In alternativa possono essere misurati con calibro i tre 
diametri di ciascun testicolo. Si può effettuare anche un esame ecografico, che, 
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oltre a permettere di effettuare delle misurazioni più accurate, ci può fornire utili 
informazioni sul contenuto scrotale. Infatti possiamo rilevare la presenza di masse 
intratesticolari, oppure l’accumulo intrascrotale di fluido, o idrocele (Blanchard et 
al., 2003). 
Il volume dei testicoli è strettamente correlato alla produzione giornaliera di 
spermatozoi (DSO, Daily Sperm Output), quindi la loro dimensione può avere 
valore predittivo sulle potenzialità riproduttive dello stallone. Love et al., (1991) 
non hanno riscontrato differenze significative nelle misurazioni lineari (lunghezza x 
altezza x larghezza) e nella larghezza scrotale totale, rilevate con un calibro o con 
l’ecografia. 
Nell’asino, Gastal et al. (1997b), misurando i testicoli con un calibro, hanno 
ottenuto dei valori medi di 7.6 x 5.5 X 5.1 cm, con una larghezza scrotale totale di 
9.2 cm. Carluccio et al. (2004), utilizzando un calibro per le rilevazioni 
morfometriche testicolari di asini di razza Martina Franca, hanno ottenuto una 
media maggiore rispetto alla precedente (9.6 x 6.8 x 5.2), differenza attribuita 
dagli autori alle maggiori dimensioni degli asini considerati nel più recente studio 
(400-450 vs 120-200 kg) (Tabella 4). Inoltre, in quest’ultima ricerca, non è stata 
riscontrata alcuna differenza tra le dimensioni medie di testicolo destro e sinistro, 
contrariamente a quanto emerso da un’indagine condotta su cavalli di razza Tori 
(Kavak et al., 2003) ed da altri studi su stalloni equini (Gebauer et al., 1974; 
Thompson et al., 1979). 





Tabella 4. Misure testicolari di asini riportate dai diversi autori. 


















































Gastal et al. 
1997b 
Carluccio et al. 
2004 
 
Prelievo e valutazione del seme nell’asino dell’Amiata............................................... ....pag. 57 
________________________________________________________________________________ 
Figura 19. Altezza e lunghezza testicolari. 
 
 
 Figura 20. Larghezza testicolare. 
 
 
Prelievo e valutazione del seme nell’asino dell’Amiata............................................... ....pag. 58 
________________________________________________________________________________ 
Le gonadi di un cavallo fertile, di quattro anni o più, misurano mediamente 
8,5-11 cm di lunghezza (l), 5-6,5 cm di altezza (h) e 4,5-6 cm di larghezza (l). 
Una volta registrate queste misure per ciascuna gonade, possiamo 
calcolarne il volume (V) applicando la formula dell’ellissoide: 
(V=0,5233 x l x h x l). 
Il volume totale (VT) dei testicoli può essere utilizzato per calcolare il DSO: 
DSO(miliardi di spermatozoi/dì)=(0,024 x VT) - 1,26. 
Il VT di uno stallone di 4-5 anni è circa 272 ml, che corrisponde ad un DSO 
di 5.3 x 109 spermatozoi/dì. Se il valore di DSO ottenuto è significativamente 
inferiore a quello previsto, è probabile che sia presente una ridotta efficienza 
spermatogenetica, dovuta ad una disfunzione testicolare (Blanchard et al., 2003). 
L’epididimo può essere palpato per tutto il suo decorso sul margine 
testicolare; l’apprezzamento di una consistenza aumentata della coda potrebbe 
indicare una fibrosi e quindi una diminuita capacità di stoccaggio degli spermatozoi 
(Pickett, 1993). 
La palpazione del cordone spermatico è possibile attraverso il collo dello 
scroto, sebbene il suo specifico contenuto non sia ben definibile manualmente. 
Normalmente nello stallone ha un diametro di 2-3 cm; una dolorabilità acuta a 
questo livello, accompagnata da rigonfiamento, può indicare una torsione o 
un’ernia inguinale. Al fine di escludere una torsione funicolare si deve determinare 
l’orientamento della gonade all’interno della borsa scrotale. Per fare ciò si può 
individuare il legamento caudale dell’epididimo, vestigio del gubernaculum testis, 
che connette quest’organo all’estremità caudata del testicolo, apprezzabile alla 
palpazione come un piccolo nodulo fibroso a livello della coda dell’epididimo. Per 
effettuare una diagnosi più accurata si può utilizzare l’ecografia. Nel caso di 
torsione del cordone si apprezza anche un aumento di volume ed ecogenicità del 
parenchima testicolare (Blanchard et al., 2003). 
Con l’ecografia si potrà rilevare anche la presenza di ernia inguinale, con un 
certo grado di idrocele ed il disegno iperecogeno della parete intestinale, talvolta 
ripiena di materiale fluido. Un’ulteriore conferma del sospetto di ernia può 
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giungere dalla palpazione transrettale dell’anello inguinale profondo, con cui sarà 
possibile constatare la presenza di un’ansa intestinale intrappolata nell’apertura. 
L’esame degli organi genitali interni richiede una palpazione per via 
transrettale, un’ecografia per via transrettale e/o un’endoscopia per via 
transuretrale. E’ opportuno eseguire un adeguato contenimento del soggetto per 
minimizzare il rischio di lesioni sia per l’animale sia per l’operatore (Blanchard et 
al., 2003). 
La palpazione transrettale è utilizzata per rilevare modificazioni grossolane 
di volume e consistenza delle ghiandole, che potrebbero essere associate con una 
ridotta fertilità (Kenney, 1983). L’esame ecografico, invece, può rivelare variazioni 
più sottili nella struttura ghiandolare e nel contenuto. 
Le ghiandole vescicolari sono facilmente identificabili se ripiene di fluido, 
altrimenti sono difficili da distinguere. Quando sono visualizzate in sezione 
longitudinale, questi organi mostrano una parete muscolare liscia e leggermente 
iperecogena rispetto ai visceri circostanti. Il loro contenuto (la frazione di seme 
contenente il gel), invece, è ipoecogeno. In stalloni a riposo sessuale, le 
vescichette seminali appaiono appiattite dorso-ventralmente e conformate sugli 
organi vicini; quando contengono il gel, invece, diventano più rotondeggianti; 
mentre non sono più visibili dopo l’eiaculazione (Weber et al., 1992). Nel caso in 
cui si riconoscessero delle strutture ecogene all’interno del lume, si dovrebbe 
sospettare un processo infiammatorio (Ginther, 1995). 
Le ampolle dei dotti deferenti sono visualizzate dorso-lateralmente alla 
vescica e medialmente alle vescichette seminali. In sezione trasversale, il lume 
appare come un circoletto ipoecogeno quando è ripieno di secreto, oppure come 
una linea iperecogena quando è vuoto. L’ecogenicità del parenchima è 
disomogenea e varia molto da un soggetto all’altro (Weber et al., 1992). 
La prostata, costituita da due lobi uniti da un istmo, conformazione 
apprezzabile anche alla palpazione transrettale. Circonda i margini dorsale e 
laterali dell’uretra pelvica, immediatamente dopo l’immissione in essa di 
vescichette ed ampolle. All’interno di ogni lobo sono visibili delle strie ipoecogene 
che si irradiano in direzione laterale a partire da un’origine comune vicina al limite 
laterale dell’uretra. Queste bande sono circondate da un parenchima 
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omogeneamente ecogeno. Il parenchima dell’istmo appare disseminato di piccole 
aree ipoecogene (Weber et al., 1992). 
Le ghiandole bulbo-uretrali sono localizzate dorso-lateralmente all’uretra 
pelvica. In sezione longitudinale, ogni ghiandola appare delimitata da un sottile 
bordo ipoecogeno, che corrisponde al muscolo bulboghiandolare, che circonda un 
parenchima disomogeneamente ecogeno. Talvolta si possono ritrovare delle 




Valutazione del seme 
 
Il seme dello stallone 
Lo sperma (o seme) è costituito da un liquido, il plasma seminale, nel quale 
si trova in sospensione un numero elevatissimo di spermatozoi, che sono i gameti 
maschili. 
La formazione degli spermatozoi è continuamente assicurata dai testicoli, le 
gonadi maschili, attraverso la spermatogenesi, che ha luogo all’interno dei tubuli 
seminiferi contorti. Successivamente questi gameti vengono immagazzinati nelle 
vie spermatiche, in cui si mescolano al plasma prodotto dalle ghiandole seminali 
accessorie. 
Lo spermatozoo maturo è costituito da una testa e da una coda, nello 
stallone è lungo circa 55-60 µm (Barone, 1983). 
Per quanto riguarda l’asino, le informazioni circa le dimensioni degli 
spermatozoi sono scarse e riguardano la testa, che mostra lunghezza, larghezza 
ed area pari a 5.45±0.53 µm, 2.68±0.21 µm, 11.56±1.32 µm2 (Miró et al., 2006). 
Questi valori non si discostano significativamente da quanto osservato da 
Gravance et al. (1996) nello stallone (lunghezza 4.9-5.7 µm, larghezza 2.5-3 µm, 
area 10.3-12.1 µm2. 
Nello stallone, la testa ha un contorno quasi regolarmente ellittico, più 
stretto posteriormente; è formata dal nucleo, contenente la cromatina e 
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dall’acrosoma, che lo ricopre per i due terzi anteriori. L’acrosoma consiste in una 
matrice elettrondensa ed è avvolto dalla membrana acrosomica, derivante dalle 
membrane del complesso del Golgi, che si trova a contatto con la membrana 
plasmatica che ricopre il nucleo. Contiene gli enzimi che provvedono alla 
digestione degli involucri esterni dell’uovo durante la fecondazione: ialuronidasi, 
neuraminidasi, fosfatasi acida, aril-solfatasi, β-glucuronidasi, e β-N 
acetilglucosamidasi. Associato alla membrana acrosomiale è presente un enzima 
tripsino simile, detto enzima di penetrazione della corona (CPE) (Molinaro et al., 
1992). 
La coda è suddivisibile in collo, segmento intermedio, segmento principale e 
segmento terminale. Il collo funge da connessione con la testa e contiene un 
centriolo. Il resto della coda, che è un flagello, è costituito da un filamento assiale, 
l’assonema, formato da microtubuli circondati da fibre dense, la cui associazione 
permette il movimento dei gameti (Molinaro et al., 1992). Nello stallone la 
depressione alla base della testa, in cui si impianta la coda è spesso eccentrica, 
motivo per cui il 50% degli spermatozoi ha una “coda abassiale” (Amann and 
Graham, 1993). Anche nell’asino, la presenza di spermatozoi con coda abassiale 
ha un’incidenza molto elevata (ElWishy, 1975). 
Il plasma seminale è la parte liquida dello sperma. E’ secreto per la 
massima parte dalle ghiandole sessuali accessorie. Sebbene alcune delle proteine 
contenute nel plasma si leghino agli spermatozoi, sembra che questo secreto non 
sia essenziale per la fertilità dei gameti. Al contrario sta emergendo l’ipotesi che 
per alcuni stalloni una componente del plasma seminale possa essere responsabile 
di una riduzione della sopravvivenza durante la conservazione o di una bassa 
fertilità (Amann, 1993). Inoltre in letteratura sono descritte gravidanze ottenute 
con inseminazione artificiale (I.A.), sia con eiaculati privati del plasma seminale 
mediante centrifugazione, sia con spermatozoi raccolti all’interno della coda 
dell’epididimo, quindi mai entrati in contatto col secreto delle ghiandole accessorie. 
Nonostante ciò, questa componente spermatica sembra avere un ruolo 
fondamentale, durante la monta naturale, nel trasportare e proteggere i gameti. Il 
plasma seminale contiene normalmente elevate concentrazioni di acido citrico, 
ergotioneina, fruttosio, glicerilfosfocolina e sorbitolo, oltre a quantità apprezzabili 
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di acido ascorbico, aminoacidi peptici, proteine, lipidi, acidi grassi ed enzimi 
(Garner et al., 1993). 
La composizione, nello stallone, differisce da quella di altre specie 
domestiche per la ridotta quantità di fruttosio e la scarsa attività fruttolitica degli 
spermatozoi in condizioni di anaerobiosi (Mann, 1975). L’ergoteina, prodotta dalle 
ampolle dei deferenti, ha un notevole potere riducente e sembra che protegga gli 
spermi da fenomeni di ossidazione e perossidazione; anche l’acido citrico, prodotto 
dalle vescichette seminali, è un potente antiossidante. La glicerilfosfocolina, 
prodotta nell’epididimo, ha, invece, un ruolo nella maturazione dei gameti (Mann, 
1975). L’inositolo viene prodotto dalle ampolle (Swenson et al., 2002). 
L’emissione e l’eiaculazione del seme avvengono grazie ad una serie di forti 
e pulsatili contrazioni dei muscoli bulbouretrali e bulbospongiosi, che danno luogo 
a diversi getti. Il primo secreto è quello emesso dalle ghiandole accessorie, in 
particolare dalla prostata; è di colore chiaro e costituisce la frazione pre-
eiaculatoria (McDonnell, 1992a). L’eiaculato propriamente detto consiste di 8 getti 
successivi (Tischner et al., 1974), di cui la prima frazione contiene un alto numero 
di spermatozoi e le secrezioni epididimali. Le parti che seguono presentano una 
minor concentrazione di gameti, ma una quantità maggiore di plasma seminale. La 
quantità di gel, o frazione post-spermatica, secreto dalle vescichette seminali, 
varia in funzione della stagione (è quasi assente in stagione non riproduttiva), del 
tempo di stimolazione sessuale prima del prelievo e della frequenza delle 
eiaculazioni (Amann, 1993b). 
 
Il prelievo del seme 
La raccolta del seme viene eseguita ai fini dell’inseminazione artificiale (IA), 
per valutarne alcune caratteristiche e/o per conservarlo. Il prelievo può essere 
eseguito con diversi metodi; in campo equino il più comune è l’utilizzo della vagina 
artificiale (VA).  
Esistono due tipologie di VA: chiusa ed aperta.  
Il modello chiuso ci permette di raccogliere tutto l’eiaculato; le VA di questo 
tipo più diffuse in commercio sono i modelli Colorado® e Missouri®. La Colorado è 
costituita da un cilindro di plastica rigida, provvisto di una valvola, di cui 
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un’estremità è fornita di uno spesso margine di gomma che riduce i traumatismi 
durante l’ingresso del pene. All’interno viene posta una guaina in lattice, ripiegata 
verso l’esterno sulle estremità del tubo e fissata saldamente con delle fascette, in 
modo da costituire una camera che verrà poi riempita di acqua calda. Al momento 
del prelievo verrà aggiunta un’ulteriore guaina interna, o in lattice sterilizzabile o in 
plastica monouso, che ad un’estremità termina a foggia di cono, per essere 
collegata ad un contenitore graduato per la raccolta del seme. All’interno del 
contenitore può essere inserito un filtro in linea per trattenere il gel presente 
nell’eiaculato. All’estremità da cui esce il contenitore può essere applicata una 
copertura termoisolante per prevenire lo shock termico che potrebbe subire il 
seme. 
Attualmente ci sono alcune versioni rinnovate di questo tipo di VA, come il 
modello CSU® (Animal Reproduction System, Chino, CA, U.S.A.) che ha dei 
vantaggi rispetto all’originale perché è dotato di un manico rigido e di una 
struttura più corta, così da essere più maneggevole e da evitare anche il possibile 
danno da eccessivo calore che il seme potrebbe subire a contatto con la VA 
(Blanchard et al., 2003). 
Il modello Missouri® é probabilmente il più usato negli U.S.A., è costituito 
da una guaina di gomma con doppia parete, con valvola esterna e camera  per 
l’acqua interna, rivestita da una copertura di cuoio rigida che serve per 
manovrarla. Questo tipo di VA è già conformato con un’estremità a cono, cosicchè 
può essere utilizzato direttamente, dopo l’applicazione del contenitore di raccolta e 
la lubrificazione con gel sterile non spermicida (Katila, 1997). Esistono, comunque, 
guaine in plastica monouso anche per questo tipo di VA, altrimenti è necessario 
sterilizzare lo strumento dopo ogni utilizzo oppure dedicarne uno specifico ad ogni 
stallone e lavarlo bene dopo l’uso. 
E’ opportuno limitare al minimo indispensabile l’utilizzo del gel lubrificante in 
quanto da diversi studi è emerso che, contaminando il campione di seme raccolto, 
ne influenza notevolmente l’osmolarità (Duoos et al., 2002) ed il pH (Limone et 
al., 2002), provocando un decremento significativo dei parametri di motilità totale 
e progressiva degli spermatozoi.  
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Il modello aperto, invece, ha una struttura simile a quella della Colorado, 
ma non prevede, all’interno, la guaina con il cono collettore, lasciando che il 
glande protuda all’esterno nel momento dell’eiaculazione. La raccolta dell’eiaculato 
avviene ponendo un contenitore direttamente di fronte all’uretra, cosicché 
l’operatore abbia modo di effettuare la raccolta frazionata. Il vantaggio di questo 
tipo di VA è rappresentato dall’eliminazione della frazione pre-eiaculatoria, più 
ricca di batteri e priva di spermatozoi, e del gel presente nella frazione post-
spermatica (Love, 1992; Tischner et al, 1992). Inoltre la VA aperta è considerata 
più igienica del tipo chiuso, in quanto, raccogliendo il seme direttamente 
dall’uretra (Tischner et al, 1986) si previene la contaminazione con i batteri 
provenienti dalle cripte del pene e dalle pieghe del prepuzio, dimostrati essere 
quelli che inquinano l’eiaculato prelevato con VA chiusa (Tischner et al, 1992). 
Una volta assemblate, le VA devono essere riempite con acqua calda a 45-
50°C circa, in modo da ottenere una temperatura interna di 44-48°C. Agli inizi o al 
termine della stagione riproduttiva, nel caso in cui gli stalloni divenissero più lenti 
a montare e/o riluttanti da eiaculare, si può aumentare la temperatura interna 
della VA fino a 52-54°C, senza danneggiare gli spermatozoi, prendendo le 
adeguate precauzioni durante il prelievo (Hillman et al., 1980). E’ altamente 
consigliato l’uso di un termometro. Tutti gli strumenti che vengono a contatto col 
seme devono avere una temperatura non inferiore a 37°C, quindi il contenitore 
graduato dovrebbe essere mantenuto in un’incubatrice e montato sulla VA solo 
all’ultimo momento. 
L’ambiente in cui si effettua la raccolta non dovrebbe essere associato ad 
esperienze negative vissute dall’animale, dovrebbe essere spazioso, dotato di 
pavimento anti-scivolo, coperto e privo di distrazioni. Il maschio può saltare su 
una femmina in estro (naturale oppure indotto farmacologicamente) o su un 
manichino. Il prelievo con VA effettuato durante il salto sulla femmina è accettato 
più facilmente da un soggetto non abituato a questa manualità, ma è più 
indaginoso e rischioso rispetto all’uso del manichino. La cavalla (o l’asina, nel caso 
dello stallone asinino) deve essere in estro e lasciarsi montare e va, comunque, 
preferibilmente impastoiata con le balze, per evitare che, calciando, provochi danni 
fisici e psichici al maschio. Ci sono stati numerosi casi di stalloni con 
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comportamento sessuale deviato causato da un’esperienza simile (Pickett et al., 
1981). 
Le balze vanno assicurate con dei nodi tali da poter essere sciolti 
rapidamente in caso di necessità. Sarebbe opportuno fasciare la coda della 
femmina e sostituire il bendaggio tra un maschio e l’altro; inoltre si dovrebbe 
lavare la zona perineale con acqua e disinfettante, come Iodiopovidone 
(Betadine®), ed asciugare accuratamente, per evitare contaminazioni del pene con 
sporco e del seme con acqua, che è spermiotossica. 
Il manichino per la raccolta del seme è una struttura ancorata saldamente 
al suolo da uno o due montanti in ferro, sormontati da un fantoccio rivestito di 
materiale morbido, per evitare i traumi agli arti anteriori dell’animale, regolabile in 
altezza. E’ opportuno ricoprire la porzione che può entrare in contatto con i 
genitali del maschio con un rivestimento igienico che possa essere cambiato tra un 
prelievo e l’altro, in modo da ridurre il rischio di contaminazioni crociate. 
Non tutti i cavalli accettano immediatamente di saltare sul manichino, 
specialmente se adibiti precedentemente a monta naturale; per contro un cavallo 
già abituato alla raccolta sul manichino rimarrà più gestibile al prelievo nonostante 
sia stato utilizzato per un periodo di monta naturale. Inoltre uno stallone 
addestrato ad eiaculare nella vagina artificiale non necessariamente perde la 
propria abilità a coprire naturalmente una fattrice (Tibary, 2007). 
Nella maggior parte degli studi condotti sull’asino, il seme è stato raccolto 
facendo saltare il maschio su una femmina in calore, naturale o indotto (Gastal et 
al., 1997; Gupta et al., 2003; Roy et al., 2003; Carluccio et al., 2004; Miró et al., 
2005). 
L’utilizzo del manichino al posto della femmina in calore od ovariectomizzata 
e trattata farmacologicamente, offre indubbiamente dei vantaggi, ad esempio si 
riduce notevolmente il rischio che lo stallone venga ferito da un calcio o che morda 
la fattrice; inoltre alcuni soggetti con problemi alla schiena o agli arti saltano più 
facilmente su di un fantoccio immobile piuttosto che su un animale vivo 
(Blanchard et al., 2003). 
Prima di effettuare il prelievo del seme, il pene dello stallone, asinino od 
equino, deve essere lavato (Figura 21). Il soggetto viene portato a contatto con la 
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femmina in estro (teaser), posizionata dietro una barriera, per stimolare 
l’estroflessione del pene; all’animale dovrebbe essere permesso di interagire con il 
teaser il più liberamente possibile, senza mettere in pericolo se stesso, la femmina 
o il personale. 
Una volta ottenuta una buona erezione, il pene può essere lavato; si utilizza 
acqua tiepida senza saponi o disinfettanti, perché, in stagione riproduttiva 
inoltrata, non sono stati riscontrati vantaggi nell’utilizzo di altri metodi (Jones et 
al., 1984). Al contrario, ogni tipo di detersione altera la flora batterica peniena; 
sembra, infatti, che il Betadine® favorisca la crescita di Pseudomonas aeruginosa e 
Klebsiella spp. (Bowen et al., 1982). Non solo, è stata evidenziata anche una 
relazione tra il lavaggio con clorexidina (2%) e un decremento della qualità del 
seme (ridotta motilità progressiva, aumento di spermatozoi immobili), analizzato 
dopo congelamento (Rathi et al., 1987).  
E’ molto importante asciugare il pene dopo il lavaggio perché l’acqua è 
spermiotossica, a causa della sua bassa osmolarità. 
Una volta terminate queste fasi preliminari, l’animale viene condotto nella 
zona adibita al prelievo (Figura 22). 
Generalmente al cavallo occorrono 1-2 minuti per ottenere nuovamente 
l’erezione; il tempo che, mediamente, trascorre tra l’entrata in sala e la raccolta 
dell’eiaculato è di circa sei minuti (Magistrini et al., 1987; McDonnell, 1992). Tale 
tempistica si prolunga nel caso di inesperienza dello stallone o in stagione non 
riproduttiva (Clay et al., 1987; Magistrini et al., 1987). 
Henry (1991) ha sottoposto un gruppo di stalloni asinini ad un protocollo 
della durata di 12 mesi, caratterizzato da 2 prelievi del seme a settimana, 
effettuati dopo l’interazione di massimo 1 ora con un’asina in calore, contenuta 
con una lunghina. I 2 prelievi venivano eseguiti lo stesso giorno, a distanza di 1 
ora l’uno dall’altro. Da questo studio è emersa una percentuale di successo nel 
prelievo che spaziava dal 33.3 al 90.2% per il primo tentativo e dal 69.2 al 91.3% 
per il secondo tentativo. All’inizio dello studio la suddetta percentuale era risultata 
più elevata, ma da circa metà fino alla fine del periodo stabilito per lo studio, si è 
assistito ad un calo di successi nella maggior parte degli asini (Henry, 1991; Henry 
ey al., 1998). 
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Figura 21. Lavaggio del pene. 
 
Figura 22. Prelievo del seme. 
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Anche in uno studio successivo, mantenendo la stessa  frequenza di prelievi 
e la stessa lunghezza del periodo di teasing, ma lasciando i maschi liberi di 
interagire con una o più femmine in un paddock, non si sono riscontrati notevoli 
miglioramenti della percentuale di successo di raccolta del seme (Gastal et al., 
1996; Henry ey al., 1998). 
Nello stesso periodo dell’anno, gli stessi asini che avevano fallito alcuni 
tentativi di raccolta del seme durante lo studio precedente, furono messi nelle 
condizioni di poter interagire e copulare liberamente, in un paddock, con quattro 
femmine in calore per periodi di 90 minuti. In questo protocollo non si osservarono 
insuccessi e tutti i maschi copularono almeno 1 volta durante ogni periodo (Henry 
et al., 1998). 
Questi dati suggeriscono come sia possibile che gli stalloni asinini siano 
meno inclini di quelli equini a sopportare protocolli di prelievo del seme con vagina 
artificiale per lunghi periodi di tempo (Henry et al., 1998). Difficoltà nel prelievo 
del seme negli asini erano già state riportate da Kreuchauf (1984). 
Immediatamente dopo il prelievo, il materiale seminale deve essere 
trasportato in laboratorio, cercando di ridurre al minimo i traumi fisici, l’esposizione 
alla luce, gli shock termici da freddo o da eccessivo calore. Tutti i materiali che 
vengono in contatto con il seme dovrebbero essere preriscaldati a 37-38°C e 
costituiti in materiale non spermiotossico (Blanchard et al., 2003). 
 
La valutazione del seme 
In campo equino, a differenza di quanto accade in altre specie, quali quelle 
bovina e suina, i maschi riproduttori vengono selezionati primariamente per la loro 
genealogia, per i risultati ottenuti in ambito sportivo e per la morfologia, parametri 
che fanno scivolare in secondo piano la fertilità vera o potenziale dell’animale. 
Al contrario, nelle specie domestiche in cui il goal è la produttività, di cui le 
performances riproduttive sono parte integrante, la selezione dei maschi in base 
alla fertilità è molto rigorosa. A questo criterio selettivo conseguono i seguenti 
risultati: 80-90% di gravidanze per ciclo con seme refrigerato negli arieti (Menzies, 
1999); 85-90% nei verri (Colenbrander et al., 1993); dati in netto contrasto con 
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quelli riportati per la specie equina: 43-60% di gravidanze per ciclo con seme 
refrigerato (Woods et al., 1997; Brück et al., 1993; Morris et al., 2002). 
Quindi uno dei problemi fondamentali è quello di trovare delle metodiche di 
valutazione che siano in grado di prevedere la capacità riproduttiva dello stallone. 
Sono stati proposti vari tipi di analisi di laboratorio, ma nessuna si è mai 
dimostrata strettamente correlata con la fertilità del soggetto (den Daas, 1992; 
Amann et al, 1993c). 
Jasko et al. (1992) hanno condotto un ampio studio sulla relazione 
esistente tra i più convenzionali parametri di qualità del seme e la fertilità; 
sebbene questi autori abbiano registrato correlazioni ragionevoli tra la fertilità e le 
percentuali di spermatozoi mobili (r=0.40), progressivamente mobili (r=0.46) e 
morfologicamente normali (r=0.36), essi riportano anche che variazioni in queste 
caratteristiche incidevano solo per un 20% sulla variazione totale della fertilità. Ciò 
suggerisce come la valutazione convenzionale della capacità riproduttiva dello 
stallone restasse un modo per escludere solo i riproduttori evidentemente non 
soddisfacenti, con problemi significativi, senza dare informazioni molto 
approfondite sui soggetti in esame. 
In conseguenza di ciò si sono sviluppati nuovi metodi di analisi delle 
caratteristiche seminali, che, combinati, offrono la prospettiva di una più 
attendibile identificazione degli animali subfertili e della valutazione delle 
prospettive, come riproduttori, dei soggetti esaminati (Colenbrander et al., 2003). 
Un sistema accurato per valutare le caratteristiche seminali dello stallone è 
di raccogliere ed analizzare due eiaculati a distanza di un’ora e poi uno al giorno 
per 6-7 giorni; in questo modo si può valutare anche la produzione giornaliera di 
gameti del soggetto in esame (Pickett, 1993b). Qualora questo non fosse 
possibile, possono essere raccolti ed analizzati due eiaculati a distanza di un’ora, 
eventualmente seguiti da un ulteriore prelievo e valutazione a 24 ore dal primo 
(Kenney et al., 1983b). 
La valutazione del seme si compone di esami macroscopici ed esami 
microscopici. Tra i primi ci sono la determinazione del volume dell’eiaculato, prima 
e dopo filtrazione, del colore, del pH e dell’osmolarità. 
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La misura del volume totale del campione è direttamente rilevabile nel 
contenitore graduato che è stato usato durante il prelievo oppure dopo 
trasferimento in un cilindro graduato trasparente, così da apprezzarne 
contemporaneamente anche il colore. Inoltre si registra anche il volume dopo la 
filtrazione, con la quale si elimina il gel. 
Il range registrato per lo stallone equino è molto ampio (30-300 ml), ma 
mediamente il volume totale di un eiaculato è di 60-70 ml. 
Questo parametro è influenzato da numerosi fattori: età, razza e mole 
dell’animale, frequenza delle eiaculazioni, stagione. Il volume totale maggiore è 
stato ottenuto nel periodo dell’anno che va da maggio a luglio, mentre in inverno 
si raggiungono i valori minimi (Magistrini et al., 1987; Jasko et al., 1991a; Pickett, 
1993c; Janette et al., 2003). 
Nell’eiaculato di asino la presenza di gel è stata solo occasionale in alcuni 
studi (Gastal et al., 1997; Roy et al., 2003; Gupta et al., 2003), e, se presente, la 
quantità media di gel nell’eiaculato asinino (5-5.9 ml) (Gastal et al., 1997; 
Carluccio et al., 2004) è risultata simile a quella riscontrata nell’equino (2.9-8 ml) 
(Sullivan et al., 1975b; Squires et al., 1979; Magistrini et al., 1987; Long et al., 
1993; Dowsett et al., 1996). 
I valori medi del volume spermatico, totale e gel-free, riscontrati nei vari 
studi condotti sull’asino variano tra i 29.2 ml (Gastal et al., 1997) ed i 64.5 ml 
(Cherchi et al., 2001). 
Roy et al. (2003) e Gupta et al. (2003) hanno ottenuto un volume gel-free 
dell’eiaculato significativamente maggiore in autunno, rispetto ad inverno ed 
estate, mentre Gastal et al. (1991) non hanno riportato alcun trend particolare di 
questo parametro in relazione alla stagione. Questo in parte differisce con i dati 
soprariportati per lo stallone, da cui si evince che il volume, in questa specie, 
risulta maggiore durante la stagione riproduttiva (primavera-estate), piuttosto che 
in quella a fotoperiodo decrescente (autunno-inverno). 
 
Il colore dell’eiaculato equino normalmente è bianco-grigiastro, opaco, ma 
varia molto a seconda della concentrazione spermatica; nel caso in cui sia molto 
concentrato tende al bianco lattescente (Colenbrander et al., 1992). 
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Nell’asino, il colore del seme varia da bianco lattescente a crema (Gastal et 
al., 1997; Roy et al., 2003; Carluccio et al., 2004), con maggior frequenza di 
quest’ultimo (Gupta et al., 2003). 
 
Il pH andrebbe determinato, con un pH-metro accuratamente calibrato, non 
oltre 1 ora dalla raccolta, questo perché il metabolismo spermatico tende a ridurne 
il valore. Il fluido epididimale è acido, mentre il secreto delle ghiandole accessorie 
è basico; il relativo contributo di entrambe queste porzioni determina il pH finale 
(Jasko, 1992). Esistono anche delle specifiche cartine per la misurazione del pH, 
ma sono meno precise. 
Il pH del seme equino è compreso tra 7.2-7.7 (Blanchard et al., 2003); una 
variazione di questo parametro può suggerire la presenza di infezioni del tratto 
genitale o di urospermia (Colenbrander et al., 1992). 
 Negli studi condotti sull’asino, il pH spermatico oscillava da 7 a 7.8 (Gastal 
et al., 1997; Roy et al., 2003; Gupta et al., 2003; Carluccio et al., 2004), 
concordando, quindi, con quanto riscontrato nel cavallo. In un caso è stata rilevata 
una variazione stagionale di questo parametro, con la registrazione dei livelli più 
alti in estate (Gatsal et al., 1997b). 
 
L’osmolarità viene misurata con un osmometro; in media, per il seme di 
stallone, è di circa 331 mOsm, ma il range ottimale per la motilità spermatica è 
risultato essere tra 310 e 320 mOsm (Griggers et al., 2001). 
Non sono registrati valori specifici dell’eiaculato asinino, in bibliografia. 
 
Gli esami microscopici prendono in considerazione: concentrazione, motilità, 
morfologia degli spermatozoi e integrità della membrana plasmatica. 
 
La concentrazione del campione è il numero di spermatozoi contenuti in un 
millilitro di seme. Può essere misurata con camere contaglobuli e/o con 
spettrofotometri. 
Le camere contaglobuli (ad esempio Burker, Makler, Thoma) sono costituite 
da un vetrino portaoggetto, con il disegno di una griglia su cui conteremo gli 
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spermatozoi, e da un vetrino coprioggetto, che, una volta applicato sull’altro, crea 
una camera a volume costante. Per la lettura il seme va diluito con una soluzione 
che immobilizzi contemporaneamente gli spermatozoi, quindi si possono usare 
delle soluzioni iper-osmotiche (NaCl al 3%) o di formalina tamponata al 10%. La 
diluizione normalmente applicata nello stallone è compresa tra 1:40 e 1:100, 
mentre nel toro, che ha un seme molto più concentrato, si arriva a 1:400 – 
1:1000. 
L’utilizzo della camera contaglobuli presenta alcuni vantaggi, come la 
visualizzazione diretta ed il conteggio degli spermatozoi attraverso il microscopio; 
inoltre l’eventuale opacità del campione non influenza l’accuratezza della conta e il 
costo dell’attrezzatura è indubbiamente minore. Ma tra gli svantaggi si annoverano 
la lentezza della procedura e la variabilità dovuta alla diluizione e ad errori di 
preparazione del campione.  
Gli spettrofotometri, una volta calibrati per la specie in esame, sfruttando il 
passaggio di un fascio di luce attraverso una cuvette, contenente il campione da 
analizzare, e rilevando le ombre delle particelle in sospensione, danno il valore 
della concentrazione spermatica; questi strumenti consentono di avere, in 
brevissimo tempo, un risultato notevolmente accurato. Subentrano dei problemi se 
il campione ha una concentrazione estremamente alta (>300 x 106/ml) o bassa 
(<100 x 106/ml); se è stato usato un diluente otticamente opaco, come quelli 
contenenti latte o uovo, oppure se sono presenti nel campione detriti, sangue, 
materiale purulento o cellule germinali immature (Jasko, 1992). 
Normalmente la concentrazione del seme equino varia tra 100 e 400 x 106 
spermatozoi/ml. Moltiplicando il valore ottenuto per il volume totale si calcola il 
numero totale di spermatozoi presenti nel campione; in uno stallone maturo 
mediamente va da 4 a 12 miliardi, ma può arrivare anche a 15-20 miliardi in 
stalloni riproduttivamente a riposo (Blanchard et al., 2003). In quest’ultimo caso, 
infatti, si creano delle riserve spermatiche a livello di epididimo, dotti deferenti ed 
ampolle che innalzano il numero di gameti presenti nell’eiaculato. 
Nell’asino, la concentrazione spermatica ed il numero totale di gameti, 
rientrano nel range riportato per il cavallo, essendo rispettivamente compresi tra 
182.3 e 400  x 106/ml (Gupta et al., 2003; Roy et al., 2003; Carluccio et al., 2004; 
Prelievo e valutazione del seme nell’asino dell’Amiata............................................... ....pag. 73 
________________________________________________________________________________ 
Miró et al., 2005) e tra 8.7 e 31 x 109 spermatozoi per eiaculato (Nishikawa et al., 
1951; Bielanski & Wierzbowski, 1962; Kreuchauf, 1984; Henry et al., 1987; 
Morais, 1990; Gastal et al., 1997; Roy et al., 2003). 
Nel cavallo, questo parametro è notevolmente influenzato da età, stagione 
e dimensioni testicolari (Amann, 1993b). Per valutarne la fluttuazione stagionale, 
Janette et al. (2003) hanno condotto un’indagine su 10 stalloni, prelevandone il 
seme a settimane alterne per un anno, ed hanno messo in evidenza una 
significativa variazione della concentrazione seminale, che è risultata più bassa in 
estate rispetto alle altre stagioni. Il numero totale di spermatozoi, al contrario, si è 
rivelato essere significativamente più elevato in estate che in inverno (Pickett et 
al., 1976; Jasko et al., 1991a; Janette et al., 2003). 
Per quanto riguarda la specie asinina, sono state messe in luce delle 
variazioni stagionali, relativamente alla concentrazione spermatica (Toledo et al., 
1988; Costa et al., 1991; Roy et al., 2003). In particolare sono stati registrati i 
valori più alti in estate rispetto all’autunno ed all’inverno (Costa et al., 1991; Roy 
et al., 2003; Gupta et al., 2003), in netto contrasto, quindi, con quanto riportato 
per la specie equina. 
 
La motilità è la percentuale di spermatozoi mobili sul totale. Generalmente 
riflette la vitalità della popolazione spermatica. E’ stata riscontrata un’elevata 
correlazione positiva tra la motilità spermatica e la capacità fecondante in 
numerose specie, sebbene non sia assoluta (Blanchard et al., 2003). La stima di 
questo parametro può risultare dall’osservazione microscopica diretta o dall’utilizzo 
di un sistema computerizzato. 
Nel primo caso è opportuno diluire il seme ad una concentrazione costante 
(25-50 x 10 6/ml), porre una goccia di seme su un vetrino portaoggetto, coprire 
con uno coprioggetto e guardare il campione attraverso un microscopio a 
contrasto di fase a 200/400 ingrandimenti (Malmgren, 1997). Una stima corretta si 
ottiene osservando più campi di almeno due gocce. Tutta l’attrezzatura a contatto 
col seme deve essere a 37°C. 
In alternativa si può utilizzare un analizzatore di immagini (Computer 
Assisted Sperm Analyser, CASA), che fornisce una valutazione oggettiva e 
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ripetibile, oltre che della motilità spermatica, anche di molte altre caratteristiche 
del movimento degli spermatozoi, che potrebbero essere collegate o allo stato di 
attivazione dei gameti (Rathi et al., 2001) o alla loro capacità di raggiungere e 
penetrare l’oocita. 
I CASA sono generalmente formati da un microscopio fornito di telecamera, 
collegato ad un computer, su cui è installato un software che elabora le immagini. 
I principi generali di analisi sono: raccolta e memorizzazione di immagini 
successive, digitalizzazione del segnale analogico, identificazione e messa in 
sequenza delle immagini di ciascun spermatozoo ed analisi dei dati raccolti. 
Tra i parametri registrati si elencano:  
 motilità totale (percentuale totale di gameti mobili) 
 motilità progressiva (percentuale di gameti mobili con velocità e 
rettilineità superiori a determinati valori soglia) 
 VAP (velocità sulla traccia media, in µ/sec) 
 VCL (velocità curvilinea, in µ/sec) 
 VSL (velocità rettilinea, in µ/sec) 
 ALH (ampiezza dello spostamento della testa, in µm) 
 BCF (frequenza dell’attraversamento della traccia media, in Hz) 
 STR (indice lineare dato da VSL/VAP, in %) 
 LIN (linearità VSL/VCL, in %) 
 RAPID (percentuale di spermatozoi con VAP superiore ad un certo 
valore) 
I vantaggi che si riscontrano utilizzando questi sistemi sono: obiettività, 
valutazione qualitativa, differenziazione delle popolazioni spermatiche. Gli 
svantaggi sono i costi elevati dell’attrezzatura e la difficoltà di calibrarla con 
precisione, l’obbligo di utilizzare diluenti sufficientemente trasparenti. 
In ogni caso, tra i parametri sopra elencati, è la motilità progressiva, ovvero 
la percentuale di spermatozoi caratterizzati da velocità e rettilineità elevate, ad 
essere considerata l’indice più attendibile per predire la capacità fecondante di un 
campione di seme. 
Sarebbe opportuno registrare questo parametro sul seme diluito sia il 
giorno stesso del prelievo, sia nei giorni successivi, dopo stoccaggio a temperatura 
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ambiente o a 4-6°C, per conoscere la longevità dei gameti progressivamente 
mobili, nel caso in cui una dose di seme dovesse essere conservata e utilizzata per 
l’inseminazione artificiale solo in un secondo momento (Blanchard et al., 2003). 
I valori della motilità progressiva riportati dagli autori che hanno analizzato 
il seme di asino, sono risultati mediamente più elevati rispetto a quelli osservati 
nel cavallo, rientrando in un range che va dal 65 all’88% (Mann et al.,1963; Gastal 
et al., 1997; Mello et al., 2000; Serres et al., 2002; Gupta et al., 2003; Carluccio et 
al., 2004) contro il 48-76.5% del cavallo (Sullivan et al., 1975b; Squires et al., 
1979; Dowsett et al 1982; 1996; Magistrini et al., 1987; Jasko et al., 1991ab; Long 
et al., 1993; Juhasz et al., 2000). 
 
La morfologia spermatica è un altro parametro importante nella valutazione 
routinaria del seme. Il significato dei diversi tipi di difetti degli spermatozoi, però, è 
stata studiata maggiormente in bovini e suini, rispetto al cavallo (Malgrmen, 
1997). 
I gameti possono essere osservati in sospensione, in soluzioni contenenti 
formalina e non colorati (Hancock, 1957), oppure su strisci colorati. Le colorazioni 
utilizzabili sono: eosina e nigrosina (Dott et al., 1972), blu di anilina ed eosina (van 
de Schaaf, 1952; Parlevliet et al., 1999), Giemsa (Watson, 1975), eosina e fast 
green (Wells et al., 1970), Spermac stain® (Oettlée, 1986; Volkmann, 1987; 
Wockener et al., 1992), colorazioni tricromiche (Talbot et al; 1981). 
Le anomalie spermatiche vengono classificate in primarie, che originano nel 
testicolo, e secondarie, derivanti dall’epididimo (Bielanski, 1951). Nel bovino è 
stata introdotta anche una classificazione che correla i difetti spermatici 
all’infertilità (Blom, 1973) e che definisce maggiori alcuni difetti della testa (testa a 
forma di pera, stretta alla base, con contorno anomalo, piccola ed anormale, 
doppia, non sviluppata), dell’acrosoma e del tratto intermedio, la presenza della 
goccia citoplasmatica prossimale o di vacuoli endonucleari. I difetti minori 
includevano teste piccole, grandi, larghe, staccate ma normali, l’impianto abassiale 
della coda (normale nel cavallo), la presenza della goccia citoplasmatica distale, la 
coda ripiegata a forcina. 
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Non è stata ancora definita l’adeguatezza di questa classificazione per gli 
spermatozoi di cavallo in quanto sono stati effettuati pochi studi che mettessero in 
relazione la morfologia con la fertilità (Malmgren, 1992). Jasko et al. (1990) 
evidenziarono una percentuale media di spermatozoi normali nell’eiaculato di 
stallone del 52.5%, ed una correlazione positiva (r=0.34) tra gameti normali e 
fertilità. Trovarono, invece, una correlazione negativa tra la fertilità e le 
percentuali di teste anormali, gocce citoplasmatiche prossimali ed altri difetti 
maggiori (rispettivamente r=-0.26; -0.35; -0.36) (Jasko et al., 1990). Un’alta 
incidenza di gocce citoplasmatiche prossimali o di vacuoli endonucleari è stata 
riscontrata in alcuni stalloni scarsamente fertili (Hurtgen, et al., 1982; Janett et al., 
1998). Difetti del tratto intermedio, come assenza o disorganizzazione dei 
mitocondri e dei microtubuli che ne costituiscono la struttura, sono stati indicati 
come responsabili di infertilità (Hellander et al., 1991; Da Cruz et al., 1999). In 
uno studio di Janett et al. (2003) è emerso dall’analisi delle morfologie 
spermatiche nel seme fresco di stallone, che c’è una più elevata percentuale di 
anomalie in estate (P<0.05) che in autunno o in primavera. 
La percentuale di anomalie spermatiche totali individuata dagli autori che 
hanno studiato il seme asinino sembra leggermente inferiore a quella osservata 
nel seme equino. Infatti è stata descritta essere del 14.3-38.8% (Nishikawa et al., 
1951; Morais, 1990; Gastal et al., 1997; Cherchi et al., 2001; Carluccio et al., 
2004), contro il 32.2-52.2% del cavallo (Dowsett et al 1982; 1996; Jasko et al., 
1991ab; Long et al., 1993; Pickett et al., 1993b; Parlievliet et al., 1994; Juhasz et 
al., 2000). 
Inoltre Carluccio et al. (2004), hanno evidenziato come in asini di età 
avanzata (11 anni) sembra ridursi l’incidenza delle anomalie del tratto intermedio 
dei gameti. In cavalli dai 3 ai 9 anni si è verificata la tendenza alla diminuzione 
delle anomalie spermatiche, in particolare per quanto riguarda i difetti della testa e 
della coda; questi ultimi, però, oltre i 9 anni tendevano ad aumentare di nuovo 
(Dowsett et al., 1996). 
La percentuale media di difetti spermatici è risultata, inoltre, suscettibile di 
variazioni stagionali, con picchi verso l’alto in estate e in basso in autunno ed 
inverno (Gastal et al., 1997; Roy et al., 2003). Questi dati sono in accordo con 
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quelli registrati per il cavallo da Augusto et al. (1997) e parzialmente con quelli 
enunciati da Janette et al. (2003), i quali hanno riscontrato come l’autunno sia la 
stagione con la minor percentuale di anomalie spermatiche nel seme equino, ma 
contrastano con quelli emersi dalle indagini di Nishikawa (1959) e Dowsett et al. 
(1987), secondo cui la maggior percentuale di anomalie si presenterebbe in 
autunno ed inverno.  
 
L’integrità della membrana plasmatica è un requisito essenziale per lo 
spermatozoo, in quanto il plasmalemma è coinvolto nello scambio di ioni tra 
ambiente intra ed extracellulare (Rodríguez-Gil et al., 1996; Caiza de la Cueva et 
al., 1997a; Ishibashi et al., 1997; Kulkarni et al., 1997; Dibas et al., 1998), nella 
connessione tra vari fattori con gli specifici recettori; nel mantenimento del 
potenziale di membrana (Zeng et al., 1995). 
Può essere valutata microscopicamente con strisci colorati, oppure con il 
test di rigonfiamento ipoosmotico (HOS-test, Hypoosmotic swelling test). Si 
possono preparare strisci di seme colorati con eosina o trypan blu, che non 
penetrano attraverso la membrana integra e quindi non colorano gli spermatozoi 
vivi al momento della preparazione (Dott et al., 1972; Talbot et al., 1981); oppure 
usare coloranti fluorescenti, come carbossifluoresceina acetato e ioduro di propidio 
(Garner et al., 1986; Harrison et al., 1990), o Calceina AM ed ethidium homodimer 
(Althouse et al., 1995). Carbossifluoresceina e Calceina AM colorano di verde 
fluorescente le cellule con membrana integra, mentre ioduro di propidio ed 
ethidium homodiner colorano di rosso fluorescente le cellule danneggiate. La 
colorazione fluorescente può essere anche abbinata a tecniche di citometria a 
flusso, in questo modo possono essere analizzate migliaia di gameti in un tempo 
molto breve (Garner et al., 1986). 
Quest’ultimo tipo di tecnica permette di valutare anche l’integrità di altri 
compartimenti dello spermatozoo (Magistrini et al., 1987), come, ad esempio, la 
funzionalità mitocondriale, che generalmente viene valutata con Rhodamine 123, 
un colorante che può essere associato allo ioduro di propidio per valutare 
contemporaneamente la vitalità degli spermatozoi (Evenson et al., 1982; Garner et 
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al., 1997). Anche il fluorocromo JC-1 è stato usato per valutare la funzione dei 
mitocondri negli spermatozoi di stallone (Gravance et al., 2000). 
L’HOS-test permette di valutare non solo l’integrità anatomica ma anche 
quella funzionale della membrana plasmatica degli spermatozoi. Se uno 
spermatozoo viene immerso in una soluzione ipo-osmotica, fisiologicamente 
assume acqua per mantenere l’equilibrio osmotico tra ambiente extracellulare ed 
intracellulare. Questo si traduce in un arricciamento della coda su se stessa 
(Figura 23) (Malmgren, 1997; Neild et al., 1999), quindi, osservando con 
microscopio a contrasto di fase, un campione di seme trattato con soluzione ipo-
osmotica, maggiore è il numero di gameti “swollen” (arricciati), migliore sarà la 
qualità del seme (Nie et al., 2001). 
 
Figura 23. Spermatozoi sottoposti ad HOS-test.  
 
Questo test è stato sviluppato da Jeyendran et al. (1984) per il seme 
umano e, negli anni, è stata evidenziata un’elevata correlazione con i risultati della 
fertilizzazione in vitro (van der Venn et al., 1986) ed in vivo e con il test di 
penetrazione degli oociti di criceto (Jeyendran et al., 1992). Nei verri, è stata 
riscontrata una correlazione (r=0.43) tra un tipo di HOS-test modificato e le 
percentuali di gravidanza. 
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Sembra che il test identifichi una piccola popolazione di soggetti sub-fertili, 
che non verrebbero riconosciuti con le altre metodologie utilizzate (Perez-Llano et 
al., 2001). 
Neild et al. (2000) hanno riscontrato che stalloni che mostrano una scarsa 
percentuale di rigonfiamento (HOS<40%) hanno una fertilità dubbia. Inoltre 
hanno messo in evidenza un’elevata correlazione positiva tra HOS-test e motilità 
progressiva (r=0.82) ed una tendenza alla correlazione negativa tra HOS-test e 
numero di accoppiamenti per gravidanza (Neild et al., 2000), parametro, 
quest’ultimo, considerato da Dowsett et al. (1982) come il più significativo nella 
misura della fertilità dello stallone. 
Variazioni dell’HOS-test descritto da Jeyendran et al. (1984) sono state 
utilizzate in numerose specie, comprese uomo (Jeyendran et al., 1992), cane 
(England et al., 1993; Kumi-Diaka, 1993), toro (Correa et al., 1994), ariete 
(Watson et al., 1988), verro (Rodriguez-Gil et al., 1996), topo (Sliwa, 1993), 
coniglio (Ducci et al., 2002), cavallo (von Buiten et al., 1989; Caiza de la Cueva et 
al., 1997b; Neild et al., 1999, 2000; Nie et al., 2001; Ducci et al., 2000), asino 
(Miró et al., 2005; Serres et al., 2002; 2004; Rota et al., 2006). 
Negli Equini sono state confrontate soluzioni e metodologie di attuazione 
dell’HOS-test al fine di trovare quelle che rendessero massima la percentuale di 
spermatozoi che mostrano il rigonfiamento della membrana plasmatica (Nie et al., 
2001). Sono state utilizzate soluzioni di fruttosio, saccarosio, sodio citrato o 
composte da una miscela di queste sostanze, con osmolalità variabile da 0 a 300 
mOsm, preriscaldate, a cui veniva mescolata una goccia (100 µl in 1.0 ml) di seme 
fresco, prima di incubarle a 25°C o a 37°C per un tempo variabile tra i 15 ed i 180 
minuti. E’ stato confrontato anche il numero di cellule osservate (100, 200 o 500). 
Nello stallone, l’immersione di 100 µl di seme gel-free in un 1 ml di una 
soluzione di saccarosio a 100 mOsm e l’incubazione del preparato a 37°C per 60 
minuti, si è dimostrato un metodo semplice, accurato e ripetibile. Inoltre è 
possibile anche una certa flessibilità nell’applicazione di questo test, in relazione 
alle singole esigenze di laboratorio (Nie et al., 2001). 
Una variante dell’HOS-test particolarmente pratica da utilizzare, è risultata 
essere il “Water test”, che prevede l’utilizzo di acqua distillata come soluzione ipo-
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osmotica (Ducci et al., 2000). Questi autori non hanno osservato differenze 
significative tra l’impiego di una soluzione ipo-osmotica di fruttosio o di acqua 
distillata, anche con diversi tempi di incubazione, per la valutazione dell’integrità 
della membrana plasmatica di spermatozoi di stallone dopo scongelamento. 
Miró et al. (2005) hanno evidenziato una notevole differenza tra la 
percentuale di spermatozoi vitali risultante dal test con eosina-nigrosina e quella 
ottenuta con l’HOS-test, effettuato con la soluzione fruttosio/citrato di sodio 150 
mOsm; differenza, per altro, maggiore di quella osservata nel cavallo (Caiza de la 
Cueva et al., 1997c). Alla luce di questo risultato era nata l’ipotesi che i gameti 
maschili dell’asino fossero più sensibili di quelli equini all’incubazione in soluzione 
ipo-osmotica (Miró et al., 2005). 
Sul seme asinino è stato recentemente condotto uno studio allo scopo di 
valutare l’efficacia di diverse soluzioni ipo-osmotiche da utilizzare per l’HOS-test ed 
i risultati ottenuti concordano con quelli precedentemente riportati per il cavallo 
nell’indicare come la soluzione fruttosio/citrato di sodio 150 mOsm, utilizzata 
spesso per l’HOS-test nell’asino, non sia la più adatta per questa specie. Una 
variante di HOS-test facilmente applicabile sul seme di asino, sarebbe la diluizione 
dello sperma 1:4 in acqua bidistillata e l’incubazione per 5 o 45 minuti alla 
temperatura di 37°C (Rota et al., 2006), variante assimilabile al Water test sopra 
menzionato. 
 
Altri test sono stati ideati per valutare la capacità fecondante degli 
spermatozoi. Tra questi rientrano due modi di analizzare le trasformazioni che 
avvengono durante la capacitazione degli spermatozoi (Colenbrander et al., 2003). 
Il primo è di stimare, in un campione di seme non trattato, il numero di 
gameti con acrosomi reatti, che non manterranno a lungo la capacità di 
fertilizzare, ed il numero di quelli capacitati, che si ritiene abbiano longevità ridotta 
(Watson, 1995). Il secondo è di indurre entrambe le reazioni in un campione di 
seme e valutare se gli spermatozoi sono in grado di effettuarle (Colenbrander et 
al., 2003). 
A tal fine è stata applicata la colorazione con Clortetraciclina (CTC). Questa 
sostanza è un antibiotico fluorescente che si lega alla superficie degli spermatozoi 
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in maniera calcio-dipendente, distinguendo, così, 3 differenti stadi di attivazione 
spermatica: non-capacitati, capacitati con acrosoma intatto, capacitati con 
acrosoma reatto (Colenbrander et al., 2003). 
Nei bovini è riportata una correlazione tra spermatozoi non-capacitati e 
fertilità del seme post-scongelazione (Thundathil et al., 1999). Si dibatte, però, 
circa la reale corrispondenza tra queste 3 classi ed i reali eventi biologici di 
attivazione dei gameti maschili. Infatti la Clortetraciclina sembra identificare 
eccessivamente in ritardo i cambiamenti legati alla capacitazione (Rathi et al., 
2001). Inoltre, dato che questo tipo di analisi non è sottoponibile alla citometria a 
flusso, risulta relativamente indaginoso, per cui è stato ampiamente sorpassato da 
colorazioni che traccino più specificatamente le modificazioni legate all’attivazione 
spermatica (Colenbrander et al., 2003). 
Esistono mezzi più specifici per valutare la capacitazione, come la 
merocianina 540 (Harrison et al., 1996), e la reazione acrosomiale, come 
l’istiocianato di fluoresceina, che viene coniugato con agglutinine vegetali di 
arachide (FITC-PNA) (Cheng et al., 1996) o di Pisum sativum (FITC-PSA) (Farlin et 
al., 1992; Casey et al., 1993; Meyers et al., 1993), e che possono essere associati 
alla citometria a flusso. 
La citometria a flusso consente anche l’utilizzo simultaneo di più colorazioni, 
come lo ioduro di propidio per la vitalità (Rathi et al., 2001), così da permettere 
una migliore differenziazione delle varie subpopolazioni spermatiche, oltre al fatto 
di poter visualizzare rapidamente un elevato numero di cellule. 
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CONSERVAZIONE DEL SEME 
 
 
 L’utilizzo dell’inseminazione artificiale (IA) nella preservazione delle razze 
autoctone, quale è quella dell’asino dell’Amiata, dal pericolo dell’estinzione, 
permette una più ampia distribuzione del patrimonio genetico e lo sviluppo di 
migliori piani di allevamento, riducendo il pericolo di un’eccessiva consanguineità. 
 Tra le specie di animali da reddito, quella in cui l’IA riveste maggiore 
importanza è il bovino, in cui iniziò a prendere campo negli anni ’30, ai fini del 
miglioramento sia nel controllo sanitario degli animali, che sul piano della capacità 
produttiva. 
Le prime testimonianze scientifiche circa l’utilizzo dell’IA nella specie equina 
risalgono alla fine del 1700, con il fisiologo italiano Spallanzani, che ne studiò la 
procedura dapprima nel cane e successivamente nel cavallo. In seguito, nel 1890, 
il veterinario francese Repiquet inseminò alcune cavalle artificialmente (Perry, 
1968). Una diffusione più consistente di questa tecnica si ebbe a partire dagli anni 
’30 in Russia ed in Cina, per continuare durante gli anni ’50 negli USA (Cheng et 
al., 1962; Perry, 1968). 
Da allora questa tecnica di riproduzione assistita si è diffusa in tutto il 
mondo ed è stata applicata ad innumerevoli specie animali, in particolar modo 
dopo la scoperta dei metodi per conservare e trasportare il materiale seminale, 
che ne hanno ampliato le possibilità di applicazione (Pickett e Voss, 1975; Brinsko 
et al., 1992). 
Già Spallanzani, nel 1776, constatò che gli spermatozoi raffreddati 
rallentavano la loro motilità ed erano in grado di riacquistarla dopo il 
riscaldamento (Bowen, 1969). In seguito Heape, nel 1897, osservò come oltre il 
50% degli spermatozoi di cane fossero ancora mobili a 18 ore dal prelievo, dopo 
conservazione a basse temperature (Watson, 1990). 
Il raffreddamento rapido degli spermatozoi può causare danni irreversibili a 
queste cellule (Watson, 1981), tuttavia, refrigerarli con una discesa di temperatura 
adeguata ne permette la conservazione per estesi periodi di tempo. Questo è 
consentito dal fatto che la bassa temperatura induce un rallentamento del 
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metabolismo degli spermatozoi e, di conseguenza, ne prolunga la sopravvivenza 
(Pickett, 1993d). 
La temperatura di conservazione più conveniente è 5°C, che corrisponde 
all’ambiente del frigorifero domestico, ma il passaggio rapido degli spermatozoi 
equini da 37°C a 5°C può provocare dei danni che alterano le cellule sia 
strutturalmente che funzionalmente (Watson, 1990). I principali danni osservati 
sono: perdita rapida della motilità, caratteristiche cinetiche alterate, danni alla 
membrana plasmatica ed acrosomiale, ridotto metabolismo, perdita di componenti 
intracellulari. Complessivamente queste trasformazioni sono chiamate “cold shock” 
(Amann e Pickett, 1987; Watson, 1981; 1990). 
Per contenere il “cold shock” sono importanti la discesa controllata della 
temperatura e l’utilizzo di adeguati diluenti per il seme. 
L’intervallo di temperatura a cui gli spermatozoi di cavallo sono più 
suscettibili è tra 19° e 8°C, range in cui il raffreddamento deve procedere molto 
lentamente (<0.1°C/min) (Moran et al., 1992). Al di fuori da questo intervallo, la 
temperatura non dovrebbe comunque scendere più rapidamente di 0.3°C/min., 
sino a raggiungere quella di conservazione (Douglas-Hamilton et al., 1984; Varner 
et al., 1988). L’Equitainer® è un contenitore per il trasporto del seme di cavallo, 
ideato in maniera tale da consentire la discesa di temperatura più adeguata per gli 
spermatozoi di questa specie animale (0.09°C/min tra 20° e 18°C, 
progressivamente più lenta fino a raggiungere gli 0.02°C/min tra 10° e 8°C) 
(Katila et al., 1997) e per mantenere la temperatura finale di 4°-6°C per 36 ore 
(Douglas-Hamilton et al., 1984). 
Dai diversi studi condotti sul seme equino alla ricerca di fattori che 
riducessero gli effetti negativi delle basse temperature, sono emerse alcune 
sostanze che, messe a contatto con gli spermatozoi, svolgono efficacemente 
questo ruolo (Phillips e Lardy, 1940; Watson, 1981; Watson e Morris, 1987). In 
particolare è stata messa in evidenza l’azione positiva, in tal senso, del latte 
scremato (Province et al., 1985; Pickett et al., 1987; Francl et al., 1987; Kenney et 
al., 1975) e del tuorlo d’uovo (Nishikawa et al., 1968; Oshida et al., 1968; Pickett 
et al. 1975b), componenti che sono diventati parte integrante dei media utilizzati 
per la diluizione del seme nella preparazione della dose inseminante. 
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Un diluente, oltre a proteggere gli spermatozoi dall’azione negativa del 
freddo, deve anche avere una pressione osmotica ed un pH compatibili col seme, 
essere in grado di neutralizzare i batteri ed i cataboliti tossici degli spermatozoi, e 
fornire ai gameti un adeguato nutrimento. La composizione generica di un diluente 
equino prevede, infatti, la presenza di latte e/o uovo (Palmer, 1984; Province, 
1984; Vidament et al., 2000) sostanze tampone quali Hepes (Heiskanen et al., 
1987), antibiotici come Gentamicina solfato, Penicillina sodica o Amikacina solfato 
(Jasko et al., 1993) e zuccheri come glucosio, fruttosio e/o lattosio. 
Alla luce dei numerosi riscontri presenti in letteratura, si evince che, per 
migliorare il mantenimento della capacità fecondante, il materiale seminale equino 
dovrebbe essere mescolato con un appropriato volume di diluente, superiore al 
doppio di quello del seme (Douglas-Hamilton et al., 1984) o, in soggetti con 
concentrzione spermatica normale, quello sufficiente ad ottenere una 
concentrazione di 25 x 106 spermatozoi/ml) (Varner et al., 1987; Webb et al., 
1993), refrigerato con una velocità di discesa della temperatura adeguata (non 
superiore a 0.01°C/minuto tra 19 ed 8°C) (Moran et al., 1992) ed incubato ad una 
bassa temperatura (tra 4 e 6°C) (Squires et al., 1988; Zidane et al., 1991) per un 
tempo possibilmente inferiore alle 36 ore (Amann e Graham, 1993). 
Un altro fattore che influisce sulla conservabilità del seme equino a basse 
temperature è la presenza del plasma seminale. Dalle indagini condotte in tal 
senso è emerso che la presenza della frazione liquida del seme ha effetti deleteri 
sulla motilità degli spermatozoi sottoposti a refrigerazione (Pickett et al., 1975). In 
eiaculati con scarsa motilità, la rimozione del plasma seminale prima della 
refrigerazione ha comportato un aumento della motilità spermatica dopo la 
conservazione, il che suggerisce che nella frazione liquida ci possano essere delle 
componenti che riducono significativamente la motilità durante il trattamento col 
freddo (Carver e Ball, 2002). Tuttavia la totale rimozione del plasma seminale, 
mediante centrifugazione, prima della refrigerazione ha ridotto notevolmente la 
motilità, successivamente al trattamento, il che fa credere che una bassa 
concentrazione di plasma sia necessaria per il mantenimento di alcune 
caratteristiche spermatiche (Jasko et al., 1992). La proporzione ottimale di plasma 
Prelievo e valutazione del seme nell’asino dell’Amiata............................................... ....pag. 85 
________________________________________________________________________________ 
seminale nello sperma di stallone diluito per la refrigerazione sembra essere 
compresa tra il 5 ed il 20% (Palmer, 1984; Jasko et al., 1992; Pruitt et al., 1993). 
Per quanto riguarda l’asino, sono stati condotti alcuni studi col fine di far 
emergere un protocollo ideale per la refrigerazione del seme (Mello et al., 2000; 
Serres et al., 2002; Cottorello et al., 2002; Álvarez et al., 2004; Rota et al., 2006; 
Magelli et al., 2006). 
A proposito del diluente, i risultati concordano nell’evidenziare come un 
medium addizionato di tuorlo d’uovo abbia effetti migliori di uno a base di solo 
latte scremato (Mello et al., 2000; Cottorello et al., 2002; Magelli et al., 2006). 
Circa la presenza del plasma seminale, i risultati dei pochi studi condotti 
fino ad oggi divergono, in quanto alcuni sostengono che la rimozione di questo 
abbia un effetto positivo migliorando significativamente la motilità e l’integrità 
della membrana plasmatica degli spermatozoi dopo il trattamento col freddo 
(Ferreira et al., 1991; Serres et al., 2002), mentre altri non hanno evidenziato 
chiare differenze in questi parametri tra i campioni refrigerati con e senza la 
presenza di plasma seminale (Mello et al., 2000; Rota et al., 2006). 





SCOPO DELLA TESI 
 
 
La reale e concreta applicazione delle biotecnologie riproduttive e la 
costituzione delle banche genetiche permetterebbero di salvaguardare le 
popolazioni autoctone a rischio d’estinzione attraverso la conservazione nel tempo 
dei gameti e degli embrioni e, di conseguenza, della diversità genetica. 
Nel contesto di una migliore gestione e conservazione del patrimonio 
genetico delle razze asinine potrebbero, quindi, essere inserite le tecniche di 
riproduzione assistita, ma dagli studi effettuati in precedenza è emerso come il 
trasferimento di protocolli utilizzati nella specie equina alla specie asinina non 
porta agli esiti sperati. Di conseguenza, l’utilizzo di queste tecniche è fortemente 
ostacolato dalla scarsità di dati scientifici inerenti la riproduzione, sia nell’intera 
specie, che nella razza di asini dell’Amiata in particolare. 
Questo impone uno studio sulle sue peculiarità riproduttive, sia a livello 
della fisiologia, maschile e femminile, che delle tecniche da utilizzare per il 
trattamento e la conservazione degli spermatozoi e degli embrioni. 
Lo scopo di questa Tesi è stato quello di approfondire le conoscenze sullo 
stallone di asino dell’Amiata ed, in particolare, di valutarne il comportamento al 
prelievo del seme, il volume testicolare, le caratteristiche seminali e la motilità 
spermatica dopo refrigerazione, in quattro soggetti di questa razza, osservando 
l’effetto esercitato sui suddetti parametri dal prelievo in cinque giorni successivi e 
dalla stagione. 
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MATERIALI E METODI 
 
 
 Animali. Lo studio è stato condotto in un arco di tempo compreso tra il 
mese di luglio 2005 ed il mese di maggio 2006, ed in particolare in 4 periodi di 
osservazione di due settimane l’uno (11-25 luglio 2005, 17-31 ottobre 2005, 16-30 
gennaio 2006, 24 aprile-9 maggio 2006), la prima settimana utilizzata per la 
preparazione degli animali e la seconda in cui si svolgevano le prove. Sono stati 
impiegati 4 asini dell’Amiata, di 4, 9, 13 e 16 anni (media 10,5 anni), con un peso 
corporeo compreso tra 299 e 358 kg. Gli animali erano mantenuti in box in 
muratura presso l’Istituto Incremento Ippico di Pisa, alimentati con fieno di buona 
qualità, avena e carote, ed erano sottoposti a fotoperiodo naturale. 
  
Misurazione dei testicoli. Le misure morfometriche testicolari sono 
state prese con un calibro all’inizio di ciascun periodo di osservazione. In 
particolare, dei soggetti inclusi nello studio sono state misurate, attraverso lo 
scroto, lunghezza, altezza e larghezza di ciascun testicolo. Ogni diametro è stato 
misurato tre volte ed il valore medio è stato utilizzato per le valutazioni statistiche 
e per calcolare il volume testicolare secondo la formula: V=0,5233 x l x h x l. 
 
Prelievi del seme. L’eiaculato è stato raccolto mediante vagina 
artificiale chiusa, modello Colorado® (ARS, Chino, CA), rivestita con una guaina 
monouso, connessa ad un contenitore graduato in vetro, preriscaldato a 37°C. 
Sopra al contenitore è stata posta una copertura coibentante, per mantenere una 
temperatura adeguata. 
I soggetti sono stati fatti saltare su un manichino da prelievo, in presenza di 
un’asina della stessa razza, in estro. Prima del salto, gli animali venivano 
sottoposti a lavaggio del pene con acqua corrente tiepida e ad asciugatura con 
carta usa e getta. 
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Nella settimana precedente al periodo di osservazione, il seme è stato 
raccolto 2-3 volte, con l’ultimo prelievo effettuato 3-4 giorni prima dell’inizio del 
periodo di osservazione. 
Durante il periodo di osservazione il seme è stato raccolto una volta al 
giorno, tra le ore 8.30 e le ore 11.00, per 5 giorni successivi.  
 In questo studio sono state prese in considerazione 15 serie di prelievi (4 
per ciascuno di tre asini e 3 per il quarto asino, che non era presente nel primo 
periodo di osservazione, nel Luglio 2005), per un totale di 75 prelievi di seme. 
 
 Valutazione della libido. La libido degli asini è stata valutata, in 
presenza di un’asina in estro, prima nella zona destinata al lavaggio del pene e 
successivamente nel locale di prelievo del seme. 
Sono stati registrati: il tempo di reazione dello stallone (dall’entrata in 
contatto con l’asina in estro, all’emissione del liquido prespermatico [Tempo A], 
alla prima estroflessione del pene [Tempo B] ed all’inizio del lavaggio del pene 
[Tempo C]), il tempo intercorso tra l’entrata dell’asino nel locale di raccolta e 
l’eiaculazione [Tempo D], il numero di salti effettuati prima dell’eiaculazione 
stessa. 
Il tempo necessario per il prelievo del seme [Tempo C+Tempo D] non ha 
incluso l’intervallo di tempo necessario per il lavaggio del pene. 
Queste rilevazioni sono state effettuate il 1°, il 3° ed il 5° giorno del periodo 
di osservazione. 
 
 Valutazione del seme. I parametri seminali valutati in questo studio, 
durante il periodo di osservazione, sono stati: volume totale, volume dopo 
filtrazione e volume del gel; pH; concentrazione spermatica; motilità e sue 
caratteristiche; morfologia spermatica ed integrità della membrana plasmatica, 
tutti registrati sul liquido seminale appena raccolto. La motilità è stata, inoltre, 
valutata dopo 24, 48 e 72 ore di refrigerazione. 
L’eiaculato, dopo la rilevazione del volume totale, è stato filtrato con un 
filtro in nylon (ARS, Chino, CA), trasferito in un cilindro di vetro graduato e 
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mantenuto alla temperatura di 37°C. Dopodichè venivano registrati il nuovo 
volume dell’eiaculato e quello del gel. 
Il pH è stato valutato entro 15 minuti dal prelievo, su un’aliquota di seme di 
ciascun eiaculato prelevato nei giorni 1, 3 e 5. La misura è stata ottenuta dalla 
media di 3 rilevazioni consecutive, effettuate con un pH-metro (GLP 21, Crison, 
Allela, Spagna). 
La concentrazione spermatica è stata calcolata con camera contaglobuli di 
Thoma, dopo diluizione di due aliquote di seme 1:40 in soluzione di NaCl al 3%. 
Per ciascuna aliquota sono stati contati gli spermatozoi presenti in 20 quadrati (10 
per ciascun lato della camera di Thoma), così da ottenere il numero di gameti per 
ml. 
La motilità e le caratteristiche cinetiche degli spermatozoi sono state 
valutate con l’analizzatore di immagini CEROS 12.1 (Hamilton Thorne Research, 
Beverly, MA) su una frazione di seme diluito a circa 20 x 106 spermatozoi/ml INRA 
82, addizionato del 2% di tuorlo d’uovo (Vidament et al., 2000; Rota et al., 2004). 
Questo diluente è stato realizzato unendo un volume di latte scremato 
commerciale sterilizzato con trattamento UHT (Weight Watchers, Parmalat, 
Collecchio, Italia) ad un volume di una soluzione di sali e zuccheri a basso peso 
molecolare (Tabella 5). Alla miscela sono state aggiunte Gentamicina solfato 
(Gentalyn 80 iniettabile, 50 mg/l, Schering-Plough SpA, Milano, Italia) e Penicillina 
G sodica (50.000 UI/L, Pharmacia & Upjohn, Milano, Italia). Ad un litro del 
preparato ottenuto fin qui, che corrisponde al diluente INRA 82 (Palmer, 1984) 
sono stati sottratti 40 ml, di cui 20 sono stati eliminati e gli altri 20 sono stati uniti 
a 25 ml di tuorlo d’uovo in un becker. Dopo aver miscelato per 10 minuti e 
centrifugato a 600 g per altri 10 minuti, 40 ml del supernatante di questa 
combinazione sono stati aggiunti all’INRA 82, per riportarlo al volume iniziale. Il 
pH finale è stato aggiustato a 6,7-6,8 con NaOH. 
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Tabella 5. Composizione dell’INRA 82. 
Composizione dell’INRA 82 
Glucosio C6H12O6 25 g 
Lattosio monoidrato C18H32O16, H2O 1.5 g 
Raffinosio pentaidrato C18H32O16, 5H2O 1.5 g 
Sodio citrato biidrato Na3C6H5O7, 2H2O 0.25 g 
Potassio citrato 
monoidrato K3C6H5O7, H2O 0.41 g 
Hepes C8H18N2O4S 4.76 g 
Acqua distillata  0.5 l 
Latte scremato UHT  0.5 l 
Volume totale INRA 82  1 l 
 
Per la valutazione, 2 aliquote da 5 µl, prelevate dai campioni diluiti, sono 
state poste su una camera Cell-Vu® (Millennium Science Inc., New York, NY), 
mantenuta a 37° C, e sono stati valutati 4 campi per ciascuna delle due gocce 
(totale 8 campi). 
Le impostazioni del Ceros 12.1 erano le seguenti: 
 fotogrammi acquisiti (frames acquired) 30, 
 frequenza di acquisizione (frame rate) 60 Hz, 
 limite di rettilineità (straightness threshold) 80%, 
 limite minimo della velocità sulla traccia media (low VAP cut-off) 20 
µm/sec, 
 limite medio della velocità sulla traccia media (medium VAP cut-off) 
60 µm/sec. 
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 Le caratteristiche della motilità valutate sono state le seguenti: 
 velocità sulla traccia media (VAP), 
 velocità sulla linea retta (VSL), 
 velocità sulla linea curvilinea (VCL), 
 ampiezza dello spostamento laterale della testa (ALH), 
 frequenza dell’attraversamento della linea media (BCF), 
 il rapporto VCL/VSL (rettilineità, STR), 
 il rapporto VAP/VSL (linerità, LIN), 
 motilità totale (VAP > 20 µm/sec), 
 motilità progressiva (VAP > 60 µm/sec and STR > 80%), 
 spermatozoi rapidi (RAPID, VAP > 60 µm/sec). 
 
Per analizzare la morfologia spermatica, nei giorni 1, 3 e 5, una goccia di 
seme diluito è stata posta su un vetrino portaoggetto riscaldato e strisciata con 
l’aiuto di un altro vetrino. Una volta asciutto, il campione è stato fissato e colorato 
con Spermac Stain® (FertiPro N.V., Beernem, Belgium). Gli spermatozoi, dopo 
colorazione mostravano acrosoma verde scuro, nucleo rosso, regione equatoriale, 
tratto intermedio e coda verde. I campioni, poi, sono stati osservati al microscopio 
ottico, a 1000x ingrandimenti, contando almeno 100 spermatozoi per vetrino. 
 
I difetti sono stati classificati come segue: 
Difetti del tratto intermedio: 
 goccia citoplasmatica prossimale 
 goccia citoplasmatica distale 
 altre anomalie del tratto intermedio 
Teste staccate normali 
Difetti della testa: 
 piriforme 
 stretta alla base 
 con contorno anomalo 
 con sviluppo incompleto 
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 staccata ed anormale 
 stretta 
 grande 
 piccola ma normale 
 tozza 
Difetti della coda: 
 con piega singola (a forcina) 
 ripiegata sotto la testa 
 ripiegata doppia 
 ripigata intorno alla testa 
Difetti dell’acrosoma: 
 anormale o danneggiato 
 mancante. 
 
Gli spermatozoi che non presentavano difetti sono stati considerati normali, 
così come gli acrosomi che non presentavano difetti. Sono stati registrati tutti i 
difetti presentati da ogni singola cellula spermatica (da Figura 24 a Figura 29). 
 
L’integrità della membrana plasmatica è stata valutata nei giorni 1, 3 e 5 
con una variante del test di rigonfiamento ipo-osmotico (HOS-test), il Water test: 
100 µl di seme diluito sono stati mescolati con 300 µl di acqua preriscaldata a 
37°C ed incubati per 45 minuti alla stessa temperatura. Sono stati contati almeno 
100 spermatozoi con microscopio a contrasto di fase a 400x ingrandimenti, e 
classificati come HOS+ quando mostravano un arricciamento o ripiegamento del 
flagello, e come HOS- quando la coda appariva rettilinea (Rota et al., 2006). 
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Figura 24. Spermatozoo morfologicamente normale di asino 








Figura 25. Spermatozoo di asino dell’Amiata normale (A), con testa stretta e 
tratto intermedio inspessito (B), e con acrosoma danneggiato (C). Colorazione: 
Spermac Stain, 1000x. 






Figura 26. Spermatozoo di asino dell’Amiata normale (A), con testa stretta 
alla base e tratto intermedio ispessito o doppio (B), e con coda ripiegata 
semplice (C). Colorazione: Spermac Stain, 1000x. 
 
 
Figura 27. Spermatozoo di asino dell’Amiata con goccia citoplasmatica 
prossimale. Colorazione: Spermac Stain, 1000x. 
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 Figura 28. Spermatozoo di asino dell’Amiata con tratto intermedio difettoso.  
 Colorazione: Spermac Stain, 1000x. 
 
 
Figura 29. Spermatozoo di asino dell’Amiata con coda arricciata sotto la 
testa. Colorazione: Spermac Stain, 1000x. 
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 Refrigerazione del seme. Nei giorni 1, 3 e 5 dei periodi di 
osservazione un’aliquota di seme per ciascun eiaculato è stata refrigerata nelle 
condizioni di seguito descritte e la motilità è stata valutata dopo 24, 48 e 72 ore di 
conservazione. La preparazione dei campioni consisteva nella diluizione di 5 ml di 
seme in 10 ml di INRA82 addizionato col 2% di tuorlo d’uovo (INRA82-U, Vidament 
et al, 2000; Rota et al, 2004), centrifugazione per 10 minuti a 700 g, rimozione del 
sopranatante e nuova diluizione del pellet a 20 x 106 spermatozoi/ml in INRA82-U. 
Il seme così trattato è stato, quindi, posto in provette da 5,5 ml, riempite sino al 
tappo per evitare che un eccesso di aria potesse danneggiare i campioni, e 
conservato in un Equitainer (Hamilton Research Inc., South Hamilton, MA) per le 
prime 24 ore di conservazione. Successivamente le provette sono state trasferite in 
un frigorifero a 5°C. 
La motilità è stata valutata come descritto per il seme fresco dopo 24, 48 e 
72 ore di conservazione, previo rimescolamento dei campioni e incubazione di 
aliquote di 50 µl in bagnomaria a 37°C per 6 minuti. Sono state prese in 
considerazione la motilità totale, la motilità progressiva e la percentuale di 
spermatozoi rapidi, valutantone il calo percentuale tra i valori osservati all’ora 0 
(su campioni non centrifugati) (x) e alle ore 24 (y), 48 e 72, con la formula 
seguente, ad esempio per la differenza tra 0 e 24: 
differenza 0-24 = y*100/x 
 
Analisi statistica. I dati relativi al tempo ed al numero di salti 
necessari al prelievo, al volume e pH del seme, alla concentrazione e numero 
totale degli spermatozoi, alle loro caratteristiche cinetiche, alla percentuale di 
spermatozoi con la membrana plasmatica integra o morfologicamente normali, e 
quelli relativi al calo della motilità durante la refrigerazione sono stati analizzati 
mediante ANOVA (General Linear Model), includendo nel modello l’effetto 
dell’asino, del mese in cui era stato effettuato il prelievo, del giorno di prelievo 
all’interno del periodo di osservazione. I dati relativi al volume testicolare (destro, 
sinistro e totale) sono stati analizzati mediante ANOVA (General Linear Model), 
includendo nel modello l’effetto dell’asino e del mese. Le differenze tra i mesi sono 
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state valutate con il metodo Bonferroni. Le differenze tra i giorni successivi sono 
state valutate con paired T test, applicando la correzione di Bonferroni (Tello e 
Crewson, 2003), ad eccezione dei dati relativi al comportamento le cui differenze 
tra i giorni sono state valutate con il metodo Tukey’s pairwise comparison. La 
differenza tra i volumi testicolari destro e sinistro è stata valutata con Student’s T 
test. Le differenze sono state considerate significative solo quando P<0.05. Le 
analisi sono state eseguite con Minitab 14.2 (Minitab Inc., State College, USA). 
 
 





 Valutazione della libido. Il tempo necessario per il prelievo del seme 
dagli stalloni di asino dell’Amiata, valutato come il tempo dall’entrata nella zona 
lavaggio al lavaggio del pene sommato al tempo tra l’entrata nella zona prelievo 
all’eiaculazione, è stato mediamente di 17’ 53” ± 14’ 39” (range: da 2’ 37” a 1h 
16’ 31”). 
L’effetto dell’asino è risultato significativo su tutti i tempi valutati, ad 
eccezione del tempo intercorso tra l’entrata nella zona manichino e l’eiaculazione 
(Tempo D). 
Il giorno di prelievo (1°, 3° o 5° all’interno del periodo di osservazione), è 
risultato ininfluente (Tabella 6), così come il mese. 
Anche sul numero di salti sul manichino necessari per ottenere il seme, era 
presente un effetto significativo dell’asino, ma non del giorno del prelievo 
(1.47±0.91; 1.27±0.59; 1.20±0.56 il 1°, 3° e 5° giorno rispettivamente). 
 
 
Tabella 6. Tempo in minuti:secondi necessario per le fasi precedenti al prelievo e per il 
prelievo del seme in asini dell’Amiata. 
 Tempo A Tempo B Tempo C Tempo D Tempo C+D 
Giorno 1 06:43±05:37 12:22±09:32 13:24±10:05 05:37±06:54 19:01±14:08
Giorno 3 04:44±04:22 08:47±06:03 10:21±07:31 04:02±05:33 14:23±09:33
Giorno 5 06:01±04:29 08:52±04:57 10:26±05:57 09:47±15:40 20:14±19:03
Tempo A_ Da entrata in zona lavaggio a prime emissioni liquide; Tempo B_ Da entrata in zona 
lavaggio a prima estroflessione del pene; Tempo C_ Da entrata in zona lavaggio a inizio lavaggio 
del pene; Tempo D_ Da entrata in zona manichino ad eiaculazione; Tempo C + D_ Tempo 
necessario per il prelievo del seme, escluso il tempo necessario per il lavaggio del pene (media ± 
deviazione standard). 
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 Dimensione dei testicoli. Le misure lineari dei testicoli, nei diversi 
soggetti e periodi di osservazione, erano comprese nei seguenti intervalli di valori: 
per il testicolo destro lunghezza 9.33 – 11.57 cm, altezza 6.86 – 9.20 cm, 
larghezza 6.07 – 7.87 cm; per il testicolo sinistro lunghezza 9.03 – 12.17 cm, 
altezza 6.53 – 9.07 cm, larghezza 5.50 – 7.60 cm. Il volume variava tra 212.3 e 
438.1 cm3 per il testicolo destro e tra 188.4 e 399.7 cm3 per il testicolo sinistro. I 
valori medi sono riportati nella Tabella 8. 
 Per quanto riguarda il volume testicolare, l’analisi di varianza ha rilevato un 
effetto significativo (P=0.002) dell’asino (Tabella 7), presente per il testicolo 
sinistro e per il volume testicolare totale, ma non per il testicolo destro (P=0.108). 
Non era, invece, presente un effetto del mese in cui erano state effettuate le 
misurazioni (Tabella 8). Infine, i volumi testicolari destro e sinistro non differivano 
significativamente (Tabella 9). 
 
 



















































































A≠B; C≠D (P<0.05). 
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Tabella 9. Misure lineari e volume dei testicoli di asino dell’Amiata (N=15). 







Dx 10.50±0.69 7.88±0.65 6.92±0.50 302.1±56.9 
Sx 10.63±1.06 7.78±0.83 6.70±0.53 295.5±56.9 
 
 
Valutazione del seme. Il volume del seme prelevato (totale, del gel e 
dopo filtrazione) è stato influenzato significativamente dal mese della raccolta 
(Tabella 10) e dall’asino, mentre il giorno successivo del prelievo ha avuto un 
effetto significativo solo sul volume del seme prima e dopo la filtrazione, infatti 
questi valori il 1° giorno erano significativamente maggiori rispetto al 2° ed al 5° 
giorno, così come nel 3° giorno rispetto al 2° (Tabella 11). 
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Tabella 10. Volume prima e dopo filtrazione e volume del gel di eiaculati prelevati da 4 
asini dell’Amiata nei 4 periodi di osservazione. 
 Volume pre filtrazione (ml) 
Volume gel 
(ml) 




102.80±26.71A 1.07±1.53A   99.97±26.82A 
Ottobre 
(N=20) 
103.58±32.09A 3.47±3.7C  100.35±30.59A 
Gennaio 
(N=20) 
116.45±35.90A   6.95±7.33B 108.87±32.50A 
Aprile 
(N=20) 
  86.90±23.39B    8.65±5.89B,D   78.25±20.44B 
A≠B; C≠D (P<0.05). 
 
Tabella 11. Volume prima e dopo la filtrazione e volume del gel dell’eiaculato di 4 asini 
dell’Amiata nei 5 giorni successivi di prelievo. 
 Volume pre filtrazione (ml) 
Volume gel 
(ml) 
Volume dopo filtrazione 
(ml) 
Giorno 1  114.33±35.98A 7.73±7.05 106.33±33.65A 
Giorno 2    92.67±27.09B 6.73±6.55     85.13±26.18B,b 
Giorno 3 103.25±28.88 3.07±3.81  100.00±28.18a 
Giorno 4 106.20±35.15 4.93±6.63 101.20±33.65 
Giorno 5    94.07±26.90B 3.79±3.83   90.60±25.65 
A≠B; a≠b (P<0.05). 
 
Il pH tendeva ad aumentare con il passare dei giorni (rispettivamente 
7.45±0.14; 7.45±0.12; 7.53±0.14 il 1°. 3° e 5° giorno) e vi era una differenza 
significativa (P=0.035) tra il Giorno 3 ed il Giorno 5. E’ stato riscontrato un effetto 
significativo dell’asino e del mese, in particolare a Gennaio il pH era 
significativamente superiore rispetto a quello riscontrato ad Ottobre (P=0.033) 
(Tabella 12). 
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Tabella 12. pH dell’eiaculato di asino dell’Amiata. 
Giorno Mese 
 
1 3 5 Lug Ott Gen Apr 















Sulla concentrazione spermatica era presente l’effetto significativo 
dell’asino, del mese (Tabella 14) e del giorno successivo. All’interno della serie di 
prelievi, la concentrazione calava, infatti, progressivamente, con differenze 































Grafico 3. Andamento della concentrazione spermatica e del numero totale di 
spermatozoi nel seme di asino dell’Amiata prelevato per cinque successivi. 
 
L’asino, il mese (Tabella 14) ed il giorno del prelievo hanno avuto un effetto 
significativo anche sul numero totale di spermatozoi eiaculati. Al 1° giorno della 
serie il numero totale di spermatozoi era tendenzialmente superiore a quello del 
giorno 2 (P=0.05) e significativamente superiore a quello dei giorni 3, 4 e 5. Il 
numero totale di spermatozoi raccolti era, inoltre, significativamente superiore il 2° 
giorno rispetto al 5° ed il 3° rispetto al 4° o 5° giorno. Non si osservava, invece, 
Prelievo e valutazione del seme nell’asino dell’Amiata............................................... ....pag. 103 
________________________________________________________________________________ 
alcuna differenza significativa nel numero totale di spermatozoi riscontrato nei 
Giorni 4 e 5 (Tabella 13; Grafico 3). 
 
Tabella 13. Concentrazione spermatica e numero totale degli spermatozoi in eiaculati 
prelevati da 4 asini dell’Amiata in 5 giorni successivi (N=15/giorno). 
 Concentrazione (x 106 spz/ml) 
Numero totale di spz 
(x 109) 
Giorno 1 140.5±46.9A 14.408±5.858A 
Giorno 2 136.1±65.6A 10.465±3.809C 
Giorno 3 113.0±53.8 10.316±3.557B,E 
Giorno 4    97.8±48.2B  8.490±3.119B,F 
Giorno 5    91.43±37.11B  7.793±3.014B,D,F 
  A≠B; C≠D; E≠F (P<0.05). 
 
Tabella 14. Concentrazione e numero totale di spermatozoi di eiaculati prelevati da 4 
asini dell’Amiata nei 4 periodi di osservazione. 
 Concentrazione (x 106 spz/ml) 













132.1±50.8  9.834±3.522 
  A≠B (P<0.05). 
 
La motilità totale e progressiva e la percentuale di spermatozoi rapidi 
(Tabella 15) erano influenzate dall’asino (Tabella 16) ma non dal giorno del 
prelievo. Inoltre si riscontrava l’effetto del mese sulla motilità totale e sulla 
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percentuale di spermatozoi rapidi, ma non sulla morilità progressiva (Tabella 17). 
Anche tutti i parametri valutati della motilità (Tabella 15), con la sola eccezione di 
ALH, erano influenzati dall’asino (Tabella 16), e nessuno era influenzato dal giorno 
del prelievo. L’effetto del mese di prelievo era invece significativo per VCL, STR e 
LIN (Tabella 17). 
 
Tabella 15. Motilità totale (TOT), progressiva (PROG), percentuale di spermatozoi rapidi 
(RAP), velocità media (VAP), rettilinea (VSL) e curvilinea (VCL), spostamento laterale della 
testa (ALH), frequenza di attraversamento della traccia media (BCF), rettilineità (STR) e 
linearità (LIN) del seme di 4 asini dell’Amiata (media±d.s.; N=75). 
 VAP VSL VCL ALH BCF STR LIN PROG RAP TOT 




















Tabella 16. Motilità totale (TOT), progressiva (PROG), percentuale di spermatozoi rapidi 
(RAP), velocità media (VAP), rettilinea (VSL) e curvilinea (VCL), spostamento laterale della 
testa (ALH), frequenza di attraversamento della traccia media (BCF), rettilineità (STR) e 
linearità (LIN) del seme dei 4 asini dell’Amiata (media±d.s.). 
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Tabella 17. Motilità totale (TOT), progressiva (PROG), percentuale di spermatozoi rapidi 
(RAP), velocità media (VAP), rettilinea (VSL) e curvilinea (VCL), spostamento laterale della 
testa (ALH), frequenza di attraversamento della traccia media (BCF), rettilineità (STR) e 
linearità (LIN) del seme di 4 asini dell’Amiata nei 4 periodi di osservazione (media±d.s.). 
 VAP VSL VCL ALH BCF STR LIN PROG RAP TOT 
















































































Sulla percentuale di spermatozoi normali non era presente un effetto del 
mese o del giorno successivo di prelievo, ma solo dell’asino (Tabella 19). La 
percentuale di spermatozoi che presentava ciascuno dei singoli difetti ricercati, 
distinti per asino, per giorno successivo di prelievo e per mese sono descritti in 
Tabella 18 ed in Tabella 19. 
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1 3 5 
Normali 85.12±10.24 86.07±7.09 84.67±10.79 84.54±13.06 
Goccia 
prossimale 0.09±0.29 0.13±0.35 0 0.15±0.38 
Goccia 
distale 0.19±0.55 0.20±0.41 0.07±0.26 0.31±0.85 
Tratto 




2.42±3.19 1.93±2.74 2.47±3.54 2.92±3.40 
Forma a pera 0.19±0.45 0.20±0.41 0.33±0.62 0 
Stretta alla 
base 0.44±0.63 0.53±0.74 0.47±0.64 0.31±0.48 
Contorno 
anormale 0.79±0.96 0.80±1.01 1.00±1.07 0.54±0.78 
Sviluppo 




0.37±0.62 0.40±0.51 0.40±0.74 0.31±0.63 
Piccola 0.56±0.88 0.60±0.83 0.47±0.64 0.61±1.19 
Grande 0.14±0.41 0 0.13±0.35 0.31±0.63 
Piccole 0.16±0.57 0 0.27±0.80 0.23±0.60 
Tozza 0.30±0.60 0.27±0.59 0.33±0.62 0.31±0.63 
Piegata 
semplice 2.88±2.70 3.07±2.84 2.53±2.45 3.08±2.98 
Sotto la testa 1.16±1.11 1.27±1.22 1.00±0.93 1.23±1.23 
Ripiegata 
doppia 
0.39±0.69 0.53±0.91 0.20±0.56 0.46±0.52 
Attorno alla 
testa 0.21±0.67 0.20±0.77 0.27±0.70 0.15±0.55 
Acrosoma 
danneggiato
6.21±6.20 7.13±6.38 5.53±4.69 5.92±7.73 
Acrosoma 
perso 0.60±1.14 0.87±1.19 0.67±1.45 0.23±0.44 
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Tabella 19. Morfologia spermatica nel seme dei 4 asini e nei 4 periodi. 
Asino Mese 
Difetto 
1 2 3 4 Lug Ott Gen Apr 
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Sull’integrità della membrana plasmatica, valutata mediante test ipo-
osmotico, hanno avuto un effetto significativo l’asino, il mese ed il giorno del 
prelievo: la percentuale di spermatozoi con membrana plasmatica integra era 
significativamente più elevata il giorno 5 che il giorno 1 e 3 (Tabella 20). 
 
 
    Tabella 20. HOS-test dell’eiaculato di asino dell’Amiata. 
 HOS + 
(%) 
Giorno 1 77.35±8.01A 
Giorno 3 77.05±9.31A 
Giorno 5   82.09±10.19B 




Refrigerazione del seme. Per quanto riguarda i parametri analizzati 
sul seme refrigerato (pecentuale della motilità totale, della motilità progressiva e 
degli spermatozoi rapidi alle ore 24, 48 e 72 rispetto a quella presente all’ora 0) 
non era presente un effetto significativo dei giorni successivi, ma vi era quello 
dell’asino per tutti i parametri e tutti gli intervalli di tempo (Tabella 21) e del mese 
sulla motilità progressiva e sulla percentuale di spermatozoi rapidi nelle valutazioni 
dopo 24 e 72 ore (Tabella 22). 
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Tabella 21. Percentuale di spermatozoi mobili, spermatozoi progressivi e spermatozoi 
rapidi all’ora 24, 48 e 72 rispetto a quella presente all’ora 0 nei diversi asini o nei giorni 1, 
3 e 5 (media ± d.s.). 
Asino Giorno 
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Tabella 22. Percentuale di spermatozoi mobili, spermatozoi progressivi e spermatozoi 
rapidi all’ora 24, 48 e 72 rispetto a quella presente all’ora 0 nei diversi mesi (media ± 
d.s.). 
 Lug Ott Gen Apr 
Ora 0-24 
Motilità 
totale 89.16±12.57 92.54±4.37 92.56±5.94 96.74±5.31 
Motilità 
progr 80.15±19.09
B 95.48±8.58A 101.45±8.08A 100.62±7.62A 




84.51±15.51 88.40±8.95 88.77±9.27 95.70±7.64 
Motilità 
progr 65.49±23.68
B 85.19±12.2 91.90±24.39A 95.52±7.54A 
Rapidi 78.23±18.67 85.77±8.79 85.53±12.57 91.83±17.21 
Ora 0-72 
Motilità 
totale 79.20±18.20 85.77±7.28 88.61±13.98 94.79±6.54 
Motilità 
progr 53.65±22.06
B 71.71±16.86A,D 93.02±12.11A,C 94.46±13.04A,C 
Rapidi 71.15±19.85B 82.49±7.82 84.70±16.10 93.86±8.76A 
A≠B; C≠D (P<0.05). 
 





 Da questo studio sono emerse interessanti informazioni sull’asino 
dell’Amiata, in particolare sulla risposta di questi animali al prelievo del seme su 
manichino e sulle caratteristiche seminali, durante un protocollo di prelievi 
effettuati per cinque giorni successivi e ripetuti nelle quattro stagioni dell’anno. 
 
Gli asini inclusi in questo studio sono stati sottoposti a prelievo del seme 
con vagina artificiale e sono stati addestrati senza difficoltà a saltare su un 
manichino, in presenza di un’asina in estro. In un precedente studio era stato 
riferito come, al contrario, questa pratica fosse risultata particolarmente 
difficoltosa (Kreuchauf, 1984) e nella maggior parte degli studi presenti in 
letteratura sull’asino, la raccolta del seme è stata effettuata facendo saltare il 
maschio su una femmina in estro (Gastal et al., 1997; Gupta et al., 2003; Roy et 
al., 2003; Carluccio et al., 2004; Mirò et al., 2005). 
Nel caso degli asini inclusi nel nostro studio, l’addestramento è stato 
semplice e veloce, sia che i soggetti avessero effettuato in precedenza la monta 
naturale o meno. 
Inoltre, non abbiamo assistito ad un calo della libido, valutata come il 
tempo necessario per ottenere un eiaculato, durante lo studio (luglio 2005 – 
maggio 2006), evento descritto, invece, da Henry (1991) e Gastal et al. (1996) 
durante protocolli di raccolta settimanale del seme (due volte a distanza di un’ora 
l’uno dall’altro) per 12 mesi consecutivi. La divergenza di questi risultati potrebbe, 
però, essere imputabile alla presenza, nel nostro studio, di lunghi periodi di riposo 
sessuale, intervallati ai periodi di osservazione, che avrebbero avuto l’effetto di 
interrompere la continuità. 
Il tempo mediamente necessario per il prelievo del seme nell’asino 
dell’Amiata (17’ 53”) è simile a quanto osservato precedentemente in questa 
specie (Gastal et al., 1996), ma nettamente superiore ai 3-10 minuti descritti per il 
cavallo (Noue et al., 2001; Sieme et al., 2004). Questo parametro, utilizzato come 
misura della libido dei soggetti, è risultato nettamente influenzato dall’asino, come 
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osservato nel cavallo (Pickett et al., 1970), ma in contrasto con quanto riportato 
da Gastal et al. (1996), che non hanno osservato alcuna incidenza dell’asino sul 
tempo trascorso dal primo contatto tra maschio e femmina fino all’eiaculazione. 
In particolare il Tempo C (da entrata in zona lavaggio a lavaggio del pene), 
che corrisponde al tempo necessario all’asino per ottenere la prima erezione dopo 
il contatto con la femmina, è stato in media di 10-13 minuti, assimilandosi ai 
risultati di studi precedenti (Nishikawa, 1959; Gastal et al., 1996). 
Nel nostro caso, il mese non ha avuto un effetto significativo sulla 
tempistica valutata, rispecchiando i risultati ottenuti da Gastal et al. (1996), anche 
se il tempo totale medio necessario per il prelievo del seme è stato di 11’ 28” a 
Luglio (3 asini) e di 17’ 29”, 24’ 13” e 16’ 45” nei mesi di Ottobre, Gennaio ed 
Aprile. E’, quindi, possibile che, studiando un numero maggiore di asini, sia 
possibile evidenziare un calo della libido nei mesi invernali, come osservato da altri 
autori, che hanno descritto come questa sia più accentuata in primavera-estate 
rispetto all’autunno-inverno (Kreuchauf, 1984; Nishikawa, 1959), come è stato, del 
resto, riportato per il cavallo (Pickett et al., 1970; 1976). 
Il numero di salti sul manichino necessari per ottenere l’eiaculato è stato 
calcolato solo sui salti con erezione ed è stato mediamente di 1.3±0.7, variando 
significativamente tra i soggetti, ma non con il giorno successivo di prelievo. Ciò 
corrisponde perfettamente al comportamento mostrato dagli asini allo stato brado 
o al pascolo, in cui generalmente il primo salto sulla femmina non è accompagnato 
da eiaculazione (Henry et al., 1991; Gastal et al., 1996); ciò può significare che la 
presenza degli operatori e l’utilizzo del manichino al posto dell’asina non hanno 
modificato questo aspetto. 
 
Le dimensioni ed il volume medi dei testicoli (testicolo destro: lunghezza 
10.50 cm, altezza 7.88 cm, larghezza 6.92 cm, volume 302.1 cm ; testicolo 
sinistro: lunghezza 10.63 cm, altezza 7.78 cm, larghezza 6.70 cm, volume 295.5 
cm
3
3) sono risultati superiori a tutti i valori riportati in letteratura (ElWishy, 1974; 
Gastal et al, 1997b; Carluccio et al. 2004), nonostante il fatto che la taglia dei 
soggetti (peso ??? kg) fosse anche inferiore a quella degli asini oggetto di una di 
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queste indagini, la razza di Martina Franca (peso 400-450 kg) (Carluccio et al., 
2004). 
All’esame macroscopico, il seme era caratterizzato da un ridotto volume di 
gel, come già osservato per questa specie, indipendentemente dal numero 
successivo dell’eiaculato. Nel cavallo, al contrario, aumentando il numero di 
prelievi nella settimana o prelevando eiaculati successivi nello stesso giorno, il 
volume della frazione gelatinosa diminuisce in modo significatico (Sullivan et al., 
1975b; Squires et al. , 1979). Questo parametro è stato, però, condizionato dal 
mese, risultando più elevato ad Aprile rispetto che ad Ottobre e a Gennaio. 
Il volume totale (102.2 ml) e quello dopo filtrazione (96.6 ml) del seme da 
noi registrati sono stati notevolmente superiori a quelli riportati fin’ora per l’asino 
(29.2-64.5 ml) (Gastal et al., 1997; Cherchi et al., 2001; Gupta et al., 2003; Roy et 
al., 2003; Carluccio et al., 2004). Si è osservata una significativa riduzione di 
questi parametri nel 2° giorno di prelievo, rispetto al 1° e al 3°, mentre nel cavallo 
il volume gel-free non sembra variare in giorni consecutivi (Squires et al., 1979). 
Anche in questo caso c’è stata un’influenza del mese, infatti gli eiaculati raccolti ad 
Aprile erano caratterizzati da un volume totale e dopo filtrazione minori rispetto 
agli altri periodi considerati nello studio, al contrario di quanto appariva per la 
frazione gelatinosa. Questa osservazione è in accordo con quelle di altri autori, i 
quali hanno riscontrato un volume seminale gel-free maggiore in autunno (Gupta 
et al., 2003; Roy et al., 2003). Nel cavallo, al contrario, sono emersi risultati 
differenti, con un volume totale dell’eiaculato maggiore in primavera-estate 
rispetto all’autunno-inverno (Magistrini et al., 1987; Jasko et al., 1991a; Pickett et 
al., 1993c; Janette et al., 2003). 
Il motivo di queste differenze tra le due specie non è chiaro, ma potrebbe 
indicare una diversa composizione relativa dell’eiaculato, in merito alle porzioni 
apportate dalle ghiandole accessorie, epididimi e testicoli. 
 
I valori medi del pH ottenuti nel nostro studio si inseriscono perfettamente 
in quelli già riportati in questa specie (Gastal et al., 1997; Gupta et al., 2003; Roy 
et al., 2003; Carluccio et al., 2004). Anche l’incremento del pH con l’aumentare 
della frequenza dell’eiaculazione, già osservato nel cavallo (Sullivan et al., 1975b; 
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Squires et al., 1979), può essere considerato in relazione alla diversa composizione 
del seme, in cui, col passare dei giorni, probabilmente diminuisce la componente 
epididimale, a pH più acido, ed aumenta quella apportata dalle ghiandole 
accessorie (Pickett, 1993b). 
 
Per quanto riguarda la concentrazione spermatica, i risultati delle nostre 
valutazioni (115.79 x 106 spermatozoi/ml) sono stati molto inferiori a quelli 
osservati nelle altre razze (182-400 x 106 spermatozoi/ml) (Gupta et al., 2003; Roy 
et al., 2003; Carluccio et al., 2004; Miró et al., 2005). Il numero totale degli 
spermatozoi è, invece, rientrato nell’intervallo di valori già descritti in altri studi 
sugli asini e, insieme alla concentrazione, ha mostrato un decremento progressivo 
fino al 4° giorno di prelievo successivo, dopo il quale non è variato 
significativamente. Nel cavallo è stato osservato che il 5° giorno di una serie di 
prelievi quotidiani del seme è il primo utile per ottenere un eiaculato 
rappresentativo della produzione spermatica giornaliera (Gebauer et al., 1974; 
Sullivan & Pickett, 1975b; Stich et al., 2002; Thompson et al., 2004), anche se 
altri autori suggeriscono di raccolgliere 10 eiaculati in giorni consecutivi per avere 
un valore più preciso (Varner et al., 1991; Thompson et al., 2004). Nell’asino, 
poichè non esistono studi in cui sono stati effettuatiprelievi per numerosi giorni 
successivi, non ci sono informazioni al riguardo. Il fatto che non vi fosse una 
differenza significativa tra 4° e 5° giorno della serie, nel numero totale di 
spermatozoi raccolti, potrebbe significare che, anche nella specie asinina, 
l’esaurimento delle riserve extragonadali si abbia in questo momento, sebbene 
siano necessari ulteriori studi per confermare questa ipotesi. 
 
Non sorprende che la motilità non sia differente nei 5 prelievi successivi 
presi in esame, trattandosi di asini che erano già attivi dal punto di vista 
riproduttivo, essendo stati prelevati nella settimana precedente a quella in esame; 
ma l’effetto dell’asino è stato presente su tutte le caratteristiche cinetiche degli 
spermatozoi. Il valore medio della motilità progressiva da noi riscontrato (69%), 
valutato con un analizzatore d’immagini, rientra nell’intervallo osservato dagli altri 
autori (65-88%) per il seme asinino (Mann et al.,1963; Gastal et al., 1997; Mello 
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et al., 2000; Serres et al., 2002; Gupta et al., 2003; Carluccio et al., 2004). Tra 
questi autori, solo Carluccio et al. (2004) hanno misurato questo parametro con 
un analizzatore d’immagini, riportando un valore medio molto superiore a quello 
da noi ottenuto (84.2±5.5% vs 68.88±4.63%). Questa differenza potrebbe essere 
imputabile ai soggetti inclusi nello studio o ad un differente set up dei software 
utilizzati. 
 
 Riteniamo un dato interessante l’incremento della percentuale di 
spermatozoi che, nell’ultimo giorno della serie, presentava una membrana 
plasmatica integra. Questo risultato potrebbe essere legato ad una possibile 
completa eliminazione delle riserve spermatiche ed alla presenza, quindi, di soli 
spermatozoi che non hanno sostato lungamente nelle ampolle o nell’epididimo. 
 
Nonostante l’incremento della proporzione di spermatozoi con membrana 
plasmatica integra al 5° giorno di prelievo, la conservabilità del seme mediante 
refrigerazione non è migliorata: il calo percentuale di motilità totale e progressiva 
e percentuale di spermatozoi rapidi dopo 24, 48 e 72 ore di rifrigerazione erano 
simili nei Giorni 1, 3 e 5. Questi parametri hanno risentito, però, dell’effetto 
dell’asino e del mese, mostrando quasi costantemente un calo maggiore in Luglio 
rispetto agli altri mesi. Si può ipotizzare che le cause possano essere l’assenza di 
un asino in questo mese o l’utilizzo di diversi “batches” di diluente. Il diluente 
INRA 82-U è stato in grado, comunque, di mantenere elevati i valori di motilità nel 
tempo. Motilità totale, progressiva e percentuale di spermatozoi rapidi si 
mantenevano quasi costanti nelle prime 24 ore e la diminuzione dopo 48 e 72 ore 
era trascurabile, risultando, questi parametri, soprattutto ad Aprile, molto simili 
(~94%) a quanto osservato all’ora 0. Risultati simili sono emersi nello studio di 
Cottorello et al. (2002), rivelando come il seme degli asini studiati, diluito in un 
medium addizionato di tuorlo d’uovo, preservasse elevate caratteristiche cinetiche 
nelle prime 48 ore di refrigerazione.  
 
L’incidenza dei difetti nella morfologia degli spermatozoi asinini è, in 
genere, nettamente inferiore rispetto a quella osservata negli spermatozoi di 
Prelievo e valutazione del seme nell’asino dell’Amiata............................................... ....pag. 116 
________________________________________________________________________________ 
stallone equino (Nishikawa et al., 1951; Morais, 1990; Gastal et al., 1997; Cherchi 
et al., 2001; Carluccio et al., 2004; Dowsett et al 1982; 1996; Jasko et al., 
1991ab; Long et al., 1993; Pickett et al., 1993b; Parlievliet et al., 1994; Juhasz et 
al., 2000). Per quanto riguarda il seme dei soggetti da noi osservati, la percentuale 
di gameti normali si assestava sui livelli più alti dell’intervallo registrato per la 
specie asinina, essendo mediamente dell’85% rispetto all’86-61% riportato per 
altre razze (Nishikawa et al., 1951; Morais, 1990; Gastal et al., 1997; Cherchi et 
al., 2001; Carluccio et al., 2004). I difetti più frequentemente osservati nel nostro 
studio sono stati: acrosoma danneggiato (6.3%), anomalie del tratto intermedio 
(4%), teste staccate normali (2.4%) e, tra i difetti della coda, code ripiegate 
semplici (2.9%) e ripiegate sotto la testa (1.2%). Miró et al. (2005) hanno 
specificato, a loro volta, quali fossero i difetti riscontrati più frequentemente nel 
loro studio sugli asini Catalani ed, in particolare, hanno osservato il 10,2% di code 
immature ed il 2.9% di teste staccate, valore, quest’ultimo, simile a quello da noi 
registrato. Negli asini di Martina Franca predominano i difetti del tratto intermedio 










 In conclusione, gli asini amiatini hanno mostrato di essere facilmente 
addestrabili al prelievo artificiale del seme, saltando su un manichino in presenza 
di un’asina in estro, invece che sull’asina stessa, e di non subire modificazioni 
significative del comportamento sessuale se sottoposti a protocolli di raccolta per 
più giorni consecutivi o nelle diverse stagioni dell’anno. 
 Questa razza di asini è caratterizzata da un volume testicolare superiore a 
quello descritto in precedenza in altre razze, e dalla produzione di un eiaculato con 
volume più elevato, ma con un numero totale di spermatozoi simile a quello degli 
altri rappresentanti della specie, il che giustifica la minore concentrazione 
spermatica riscontrata. Dato interessante che resta da valutare è la produzione 
spermatica giornaliera, effettuando prelievi ripetuti per un numero di giorni 
superiore a quello adottato nel presente studio. 
 La motilità, comprensiva di tutte le caratteristiche cinetiche dei gameti, e la 
morfologia spermatica risultano, in questa come nelle altre razze asinine, migliori 
rispetto a quanto riscontrato nel seme di cavallo, forse perchè l’intervento 
dell’uomo, inteso come selezione genetica, è stato ridotto rispetto a quanto 
accaduto per la specie equina, col risultato di indebolire meno questa specie. 
 Lo stesso vale per la conservabilità del materiale seminale, che, se 
effettuata con un diluente addizionato di tuorlo d’uovo, fa sì che si mantenga 
ottimamente la motilità almeno per 72 ore, anche se rimane da valutare la fertilità 
di questi campioni di seme refrigerato. Questo dato assume una particolare 
importanza alla luce dell’utilizzo del seme di asino amiatino in protocolli di 
inseminazione artificiale, che prevedano anche la spedizione di dosi in tutto il 
paese ed il loro utilizzo nei giorni successivi al prelievo. 
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